






soutenance,	 plus	 de	 deux	 heures	 à	 présenter	 mes	 travaux	 devant	 une	 salle	 comble…	 Je	
n’imaginais	 pas	 que	 la	 dernière	 étape	 avant	 l’impression	 de	 ma	 thèse,	 l’écriture	 des	












côtés	 de	 personnes	 extraordinaires	 que	 je	 tiens	 à	 remercier	 :	 Philou,	 mon	 tout	 premier	
encadrant	 de	 stage,	 et	mon	 voisin	 de	 bureau	 préféré…	 ;	Mathieu,	 qui	m’a	 tout	 appris	 en	
microscopie	;	Carine,	toujours	disponible	pour	un	conseil	technique,	un	protocole…	;	Luu,	ma	
deuxième	maman,	toujours	souriante,	généreuse,	disponible,	prévenante…	je	ne	peux	pas	me	









	 Ces	cinq	dernières	années,	 je	 les	ai	passé	au	sein	de	 l’équipe	Cornet,	mais	aussi,	et	
surtout,	à	l’IBCG,	qui	est	un	peu	ma	seconde	maison.	Ainsi	je	tiens	aussi	à	remercier	tous	les	











Clément,	 le	 meilleur	 skieur	 de	 la	 bande,	 mais	 le	 plus	 piètre	 cycliste…	 heureusement	
maintenant	 tu	as	des	 stabilisateurs	 ;	Christophe,	nos	emplois	du	 temps	 respectifs	ne	nous	










































































































































Figure	1	:	Echelle	de	l’organisation	des	génomes	 	 	 	 	 	 -	14	-
Figure	2	:	Localisation	d’oriC,	de	dif	et	des	sites	Ter	sur	le	chromosome	d’E.	coli	 	 	 -	16	-	
Figure	3	:	Localisation	des	séquences	palindromiques	répétées	sur	le	chromosome	d’E.	coli	 -	18	-	
Figure	4	:	Distribution	des	sites	Chi	sur	le	chromosome	d’E.	coli	 	 	 	 	 -	22	-	
Figure	5	:	Distribution	des	sites	KOPS	sur	le	chromosome	d’E.	coli	 	 	 	 -	22	-	
Figure	6	:	Les	sites	matS	 	 	 	 	 	 	 	 	 -	24	-	
Figure	7	:	Les	sites	SBS	 	 	 	 	 	 	 	 	 	 -	24	-	
Figure	8	:	Organisation	du	génome	en	réplichores	 	 	 	 	 	 -	28	-	
Figure	9	:	Représentation	du	GC	skew	le	long	du	chromosome	d’E.	coli	 	 	 	 -	30	-	
Figure	10	:	Effets	de	la	fixation	de	HU	sur	la	molécule	d’ADN	 	 	 	 	 -	34	-	
Figure	11	:	Effets	de	la	fixation	d’IHF	sur	la	molécule	d’ADN	 	 	 	 	 -	36	-	
Figure	12	:	Effets	de	la	fixation	de	FIS	sur	la	molécule	d’ADN	 	 	 	 	 -	36	-	
Figure	13	:	Effets	de	la	fixation	de	H-NS	sur	la	molécule	d’ADN	 	 	 	 	 -	38	-	
Figure	14	:	Effets	de	la	fixation	de	Dps	sur	la	molécule	d’ADN	 	 	 	 	 -	40	-	
Figure	15	:	Répartition	des	NAPs	en	fonction	des	phases	de	croissance	 	 	 	 -	42	-	
Figure	16	:	Fixation	de	MukB	sur	l’ADN	 	 	 	 	 	 	 	 -	46	-	
Figure	17	:	Observation	du	nucléoïde	d’E.	coli	en	microscopie	électronique	 	 	 -	50	-	
Figure	18	:	Altération	de	la	topologie	de	l’ADN	lors	de	la	transcription	et	de	la	réplication	 -	54	-	
Figure	19	:	Activités	des	différentes	topoisomérases	 	 	 	 	 	 -	56	-		
Figure	20	:	Mécanisme	d’action	des	topoisomérases	de	type	II	 	 	 	 	 -	60	-	
Figure	21	:	Régulation	du	niveau	de	superhélicité	positive	par	Fis,	la	Gyrase	et	la	TopoI	 	 -	64	-	
Figure	22	:	Résolution	des	contraintes	topologiques	induites	par	la	réplication	 	 	 -	66	-	
Figure	23	:	Organisation	du	chromosome	en	MacroDomaines	 	 	 	 	 -	70	-	
Figure	24	:	Les	paramètres	du	cycle	cellulaire	 	 	 	 	 	 	 -	76	-	
Figure	25	:	Rôle	de	Fis	et	IHF	dans	l’initiation	de	la	réplication	par	DnaA		 	 	 -	80	-	
Figure	26	:	Séquestration	des	origines	par	SeqA		 	 	 	 	 	 -	82	-	
Figure	27	:	Système	RIDA	(Regulatory	Inactivation	of	DnaA)	 	 	 	 	 -	86	-	
Figure	28	:	Différence	entre	la	cohésion	des	loci	et	le	colocalisation	des	foci	 	 	 -	90	-	
Figure	29	:	Régulation	de	l’activité	de	la	TopoIV	à	l’arrière	des	fourches	de	réplication	 	 -	94	-	
Figure	30	:	Orientation	Left-Ori-Right	du	chromosome	d’E.	coli	 	 	 	 	 -	96	-	




Figure	32	:	Recrutement	séquentielle	des	différentes	protéines	du	divisome	 	 	 -	104	-	
Figure	33	:	Modèles	de	constriction	du	septum	 	 	 	 	 	 	 -	106	-	
Figure	34	:	Le	système	MinCDE	 	 	 	 	 	 	 	 	 -	110	-	
Figure	35	:	Le	système	d’occlusion	par	le	nucléoïde	SlmA	 	 	 	 	 -	114	-	
Figure	36	:	Le	gène	matP	 	 	 	 	 	 	 	 	 -	126	-	
Figure	37	:	Structure	de	MatP	 	 	 	 	 	 	 	 	 -	128	-	
Figure	38	:	Profil	de	ségrégation	du	locus	ter-6	 	 	 	 	 	 	 -	134	-	
Figure	39	:	Le	«Ter	Linkage»	 	 	 	 	 	 	 	 	 -	136	-		
Figure	40	:	Régulation	de	l’activité	de	la	TopoIV	par	MatP	et	MukB	 	 	 	 -	140	-	
Figure	41	:	Structure	de	FtsK	 	 	 	 	 	 	 	 	 -	142	-	
Figure	42	:	Modèle	de	translocation	de	l’ADN	par	les	sous-domaines	α	et	β	de	FtsK	 	 -	144	-	
Figure	43	:	Modèle	de	ségrégation	de	la	région	ter	par	FtsK	 	 	 	 	 -	150	-	
Figure	44	:	Formation	des	dimères	de	chromosomes	 	 	 	 	 	 -	152	-	
Figure	45	:	Mécanisme	de	recombinaison	spécifique	de	site	XerCD	à	dif		 	 	 -	154	-	
Figure	46	:	Système	de	double	localisation	utilisé	pour	analyser	le	positionnement	des	loci	 -	160	-	




Figure	51	:	Comparaison	des	distances	interfocales	entre	foci	frères	 	 	 	 -	210	-	


























cellulaire,	 il	 est	 composé	 d’un	 enchaînement	 de	 nucléotides,	 variable	 d’une	 espèce	 à	 une	
autre.	La	localisation	et	la	configuration	du	génome	est	dépendante	du	type	cellulaire.	Chez	
les	eucaryotes,	le	génome	est	segmenté	sur	plusieurs	chromosomes	linéaires	et	est	contenu	








Nasuia	 deltocephalinicola	 et	 9524	 pour	 S.	 cellulosum)	 (Bennett:2016jh	 ;	 Schneiker	 et	 al.,	
2007).	La	forme	chromosomique	prédominante	chez	 les	bactéries	est	 la	forme	circulaire.	 Il	
existe	néanmoins	quelques	espèces	bactériennes	avec	un	chromosome	linéaire,	comme	par	
exemple	Streptomyces	lividans	(Lin	et	al.,	1993)	ou	Borrelia	burgdoferi	(Ferdows	and	Barbour,	









































La	 réplication	 se	 propage	 de	 manière	 bi-directionnelle	 d’oriC	 vers	 la	 région	
diamétralement	opposée,	où	la	propagation	des	fourches	de	réplication	est	stoppée	par	les	



























































Le	 génome	 d’E.	 coli	 possède,	 en	 plus	 des	 séquences	 particulières	 énoncées	
précédemment,	 un	 grand	 nombre	 de	 séquences	 répétées.	 Certaines	 de	 ces	 séquences	
répétées	 sont	 présentes	 partout	 sur	 le	 chromosome,	 sans	 biais	 d’orientation	 ou	 de	































































































Les	 BIMEs	 ont	 de	 nombreuses	 fonctions	 dans	 la	 cellule.	 Ils	 sont	 impliqués	 dans	 la	
régulation	de	l’expression	des	gènes,	en	fonctionnant	comme	un	terminateur	de	transcription	
ou	en	stabilisation	les	ARNm	(Espéli	et	al.,	2001),	ainsi	que	dans	la	structuration	de	l’ADN,	en	
étant	des	sites	de	fixations	ou	d’activité	pour	 IHF	(voir	partie	1.3.1),	 l’ADN	Polymérase	 I	et	
l’ADN	Gyrase	(voir	partie	1.3.3.3)	(Boccard	and	Prentki,	1993;	Espéli	and	Boccard,	1997).	De	
plus,	 les	 BIMEs	 sont	 aussi	 des	 cibles	 spécifiques	 pour	 de	 nombreux	 évènements	 de	



























Les	 sites	Chi	 sont	 impliqués	 dans	 la	 régulation	 de	 l’activité	 de	 RecBCD.	 RecBCD	 a	 une	



































































est	 sous	 le	 contrôle	 d’un	 opérateur	 (Jacob	 et	 al.,	 2005).	 Les	 opérons	 sont	 constitués	 de	
plusieurs	gènes	orientés	dans	le	même	sens	et	sous	la	dépendance	d’un	promoteur	unique	et	
d’un	même	mécanisme	de	régulation.	Généralement,	les	opérons	regroupent	un	ensemble	de	





Il	 apparaît	 que	 l’ordre	 des	 gènes,	 chez	 E.	 coli	 comme	 chez	 les	 g-protéobactéries,	 que	
l’ordre	 des	 gènes	 est	 hautement	 conservé	 le	 long	 du	 chromosome,	 selon	 l’axe	



















De	plus,	 il	 a	 été	montré	 chez	Caulobacter	 crescentus	et	Escherichia	 coli	 que	 les	ARNm	
transcrits	avaient	une	faible	diffusion	pendant	leur	durée	de	vie,	et	donc	restaient	localisés	à	
proximité	 immédiate	 de	 leur	 site	 de	 transcription,	 créant	 une	 compartimentation	
subcellulaire	des	protéines	dépendante	de	la	carte	génétique	(Montero	Llopis	et	al.,	2010).	
Cette	 compartimentation	 peut	 avoir	 de	 nombreuses	 conséquences	 pour	 la	 cellule,	
notamment	 en	 favorisant	 les	 interactions	 entre	 protéines	 codées	 par	 des	 gènes	 situés	 à	
proximité	sur	le	chromosome.	La	faible	diffusion	des	ARNm	transcrits	et	la	compartimentation	
subcellulaire	qui	en	découle	entrainerait	donc	une	pression	de	sélection	positive	pour	que	les	
gènes	 codant	 des	 protéines	 qui	 interagissent	 entre	 elles	 restent	 à	 proximité	 sur	 le	





















de	 réplication	 est	 dans	 la	 même	 direction	 que	 la	 machinerie	 de	 transcription,	 il	 y	 a	 un	
ralentissement	du	réplisome	pour	permettre	de	finir	la	transcription	ou	(ii)	la	machinerie	de	
réplication	 rencontre	 la	 machinerie	 de	 transcription	 de	 manière	 frontale,	 provoquant	 le	
décrochage	de	 l’ARN	polymérase	mais	aussi	un	 retard	de	 réplication	 si	 la	 transcription	est	
faible,	voire	même	un	arrêt	de	réplication	si	la	transcription	est	forte	(E.	V.	Mirkin	and	S.	M.	
Mirkin,	 2007).	 Cette	 collision	 frontale	 a	 aussi	 des	 conséquences	 négatives	 sur	 le	 taux	 de	
transcription	car	le	décrochage	de	l’ARN	polymérase	interrompt	la	transcription	en	cours	de	
route.	Ce	décrochage	peut	aussi	 conduire	à	 la	 formation	de	 transcrits	 incomplets	 toxiques	
pour	la	cellule	(Price	et	al.,	2005).	
	
Pour	 prévenir	 les	 arrêts	 de	 réplication,	 on	 observe	 que	 les	 gènes	 les	 plus	 fortement	




brin	 avancé	 et	 le	 brin	 retardé.	 En	 effet,	 que	 les	 gènes	 essentiels	 soient	 faiblement	 ou	






Nous	 avons	 vu	 précédemment	 qu’il	 existait	 des	 séquences,	 ainsi	 que	 des	 gènes,	
présentant	un	biais	d’orientation	selon	l’axe	origine/terminus	de	réplication	(KOPS,	Chi,	gènes	
essentiels	 et	 fortement	 transcrits…).	 Ces	 biais	 d’orientation	 sont	 tous	 influencés	 par	 la	
réplication	bidirectionnelle	du	chromosome	d’E.	coli,	qui	délimite	deux	bras	de	réplication	ou	
réplichores	(droit	et	gauche)	allant	de	l’origine	de	réplication	oriC	à	la	zone	de	terminaison	de	









différemment	répliqués	 :	 l’un	des	brins,	 le	brin	avancé,	est	 répliqué	de	manière	directe	de	

















méthylée,	 par	 déamination	 (Lutsenko	 and	 Bhagwat,	 1999).	 Et	 comme	 au	 cours	 du	 cycle	
cellulaire,	le	brin	avancé	reste	plus	longtemps	à	l’état	monocaténaire,	que	ce	soit	pendant	la	
réplication	ou	 la	 transcription,	 il	 pourrait	 y	 avoir	 appauvrissement	 en	Cytosine	de	 ce	brin.	
Cependant,	 cet	 appauvrissement	 en	 Cytosine	 devrait	 normalement	 s’accompagner	 d’un	
enrichissement	en	Thymine	équivalent,	ce	qui	n’est	pas	le	cas.		
	
	 Des	études	plus	récentes	considèrent	que	 le	biais	GC	observé	est	dû	au	fait	que	 les	
deux	 brins	 sont	 soumis	 à	 des	 contraintes	 de	 mutations	 différentes.	 En	 effet,	 les	 ADN	
polymérases	du	brin	avancé	et	du	brin	retardé	n’ont	pas	 la	même	processivité	et	 la	même	
fidélité	(Tillier	and	Collins,	2000).	De	même,	le	taux	de	réparation	des	erreurs	pourrait	être	



























diffèrent	 les	unes	des	 autres	par	 leur	expression	au	 cours	des	différentes	phases	du	 cycle	

























L’étude	 de	 la	 fixation	 d’HU	 sur	 la	 structuration	 de	 l’ADN	 conduit	 à	 différents	 résultats	
controversés.	 In	 vitro,	 la	 liaison	 d’HU	 à	 l’ADN	 induit	 une	 courbure	 de	 160°,	 et	 donc	 une	
compaction	de	 la	molécule	d’ADN	 (Endo	et	 al.,	 2002).	 In	 vivo,	HU	 semble	 avoir	 des	 effets	
opposés	en	fonction	de	 la	concentration	de	protéines.	A	 faible	concentration	(<100nM),	 la	





En	 plus	 de	 son	 rôle	 structural,	 HU	 est	 impliquée	 dans	 la	 régulation	 de	 l’expression	 de	









IHF	 (pour	 Integration	 Host	 Factor)	 a	 été	 identifiée	 dans	 un	 premier	 temps	 comme	 un	
facteur	 d’intégration	 du	 bactériophage	 lambda	 dans	 le	 chromosome	 d’E.	 coli	 (Nash	 and	





























FIS	 (pour	 Factor	 for	 Inversion	 Stimulation)	 est	 une	 petite	 protéine	 qui	 a	 été	 mise	 en	
évidence	pour	son	rôle	dans	les	inversions	catalysées	par	la	recombinase	Gin	du	bactériophage	
Mu	 chez	 E.	 coli	 (Kahmann	 et	 al.,	 1985),	 la	 recombinase	 à	 sérine	 Hin	 chez	 Salmonella	
thyphimurium	(Johnson	and	Simon,	1985)	ou	encore	la	recombinase	Cin	du	bactériophage	P1	
(Haffter	 and	 Bickle,	 1987).	 FIS	 se	 fixe	 avec	 une	 haute	 affinité	 à	 certaines	 régions	 du	
chromosome,	ce	qui	a	permis	de	déduire	une	séquence	de	fixation	de	Fis	très	dégénérée	de	










La	 fixation	 de	 FIS	 sur	 l’ADN	 entraîne	 des	 courbure	 de	 50°	 à	 90°,	 et	 de	 ce	 fait	 une	














manière	 spécifique	 sur	 l’ADN,	 de	 préférence	 sur	 les	 régions	 riches	 en	 AT	 présentant	 une	
courbure	 intrinsèque	 (comme	 par	 exemple	 les	 séquences	 avec	 des	 répétitions	 de	 A	 qui	
induisent	naturellement	une	courbure	de	l’ADN)	(Dame	et	al.,	2001).	Elle	est	composée	de	
deux	 domaines,	 séparés	 par	 un	 linker	 flexible.	 Le	 domaine	 C-terminal	 est	 un	 domaine	 de	
liaison	à	 l’ADN	alors	que	 le	domaine	N-terminal	est	 impliqué	dans	 la	multimérisation	de	 la	
protéine	(Dame	et	al.,	2000).	Cette	capacité	de	multimérisation	couplée	à	la	capacité	de	liaison	
à	 l’ADN	 permet	 la	 formation	 de	 pont	 entre	 deux	 molécules	 d’ADN	 distantes	 et	 donc	 la	
formation	de	boucles	d’ADN	ou	la	stabilisation	de	boucles	existantes	(Dame	et	al.,	2000;	2006).	
De	plus,	le	domaine	N-terminal	permet	une	oligomérisation	coopérative	d’H-NS,	permettant	
de	 recouvrir	 une	 plus	 grande	 région	 d’ADN.	 Cette	 oligomérisation	 peut	 induire	 un	
raccourcissement	de	25%	de	la	longueur	de	l’ADN	(Figure	13)	(Dame	et	al.,	2000).		
	
Les	 capacités	 d’oligomérisation	 et	 de	 formation	 de	 boucles	 sont	 impliquées	 dans	
l’expression	de	plus	de	5%	des	gènes	d’E.	coli	(Hommais	et	al.,	2001).	Dans	la	grande	majorité	
des	 cas,	H-NS	 agit	 comme	 répresseur.	 Les	 promoteurs	 réprimés	par	H-NS,	 notamment	 les	







La	 fixation	 de	 l’ARN	 polymérase	 sur	 ces	 promoteurs	 induit	 un	 rapprochement	 de	 ces	








communes	 avec	 les	 autres	 ferritines	 bactériennes.	 	 Dps	 s’assemble	 sous	 forme	 de	 sphère	
composée	 de	 12	 sous-unités	 identiques.	 La	 cavité	 ainsi	 créée	 sert	 de	 compartiment	 de	
stockage	 pour	 le	 fer	 (Zhao	 et	 al.,	 2002).	 Une	 fois	 assemblée	 sous	 forme	 de	 sphère,	 le	
dodécamère	 de	 Dps	 est	 compact	 et	 stable,	 et	 seul	 le	 domaine	 N-terminal	 de	 chaque	

































L’aire	moyenne	 du	 nucléoïde,	 après	 isolement	 et	 fixation	 au	 glutaraldehyde,	 à	 différentes	
phases	de	croissance,	a	été	étudiée	en	microscopie	à	fluorescence.	Cette	étude	a	permis	de	
mettre	en	évidence	une	diminution	d’un	facteur	deux	de	l’aire	du	nucléoïde	entre	la	phase	
exponentielle	 (aire	 moyenne	 de	 2,2µm2)	 et	 la	 phase	 stationnaire	 (1,3µm2)	 (Talukder	 and	




























facteur	 sigma	 70	 (facteur	 sigma	 de	 ménage	 pendant	 la	 phase	 exponentielle)	 mais	 pas	 la	
transcription	 par	 l’ARN	 polymérase	 contenant	 le	 facteur	 sigma	 S	 (facteur	 sigma	 le	 plus	





Pour	 résumer,	 la	 structuration	 du	 nucléoïde	 pendant	 la	 phase	 exponentielle	 est	








(Losada	and	Hirano,	2005).	Chez	 les	bactéries,	seules	 trois	 familles	de	condensines	ont	été	
répertoriées	comme	appartenant	à	la	famille	des	SMC	:	la	famille	des	condensines	SMC-ScpAB	
(Britton	 et	 al.,	 1998)	 que	 l’on	 retrouve	 chez	 la	 majorité	 des	 bactéries,	 la	 famille	 des	
condensines	MukBEF	que	l’on	retrouve	principalement	chez	les	entérobactéries	et	quelques	
autres	 g-protéobactéries	 (Niki	 et	 al.,	 1991),	 et	 enfin	 la	 famille	 des	 condensines	 MksBEF	
(MukBEF-like	SMCs)	retrouvée	chez	diverses	protéobactéries	(Petrushenko	et	al.,	2011).	Ici,	
nous	nous	 focaliserons	uniquement	sur	 le	complexe	MukBEF	car	c’est	 le	seul	complexe	de	
type	SMC	présent	chez	E.	coli.		
	
Les	 trois	 sous-unités	du	complexe	MukBEF	sont	codées	par	 l’opéron	smtA-mukF-mukE-
mukF.	 La	 fonction	 de	 la	 protéine	 SmtA	 est	 à	 l’heure	 actuelle	 inconnue,	 elle	 présente	 des	














































de	 deux	 ADN	 distants	 participent	 à	 la	 condensation	 de	 l’ADN.	 En	 effet,	 l’inactivation	 de	
MukBEF	provoque	une	désorganisation	du	chromosome,	un	changement	de	superhélicité	de	
l’ADN	 plasmidique	 et	 chromosomique	 et	 une	 décondensation	 de	 l’ADN.	 De	 plus,	 il	 y	 a	
augmentation	de	 la	 fréquence	d’apparition	de	 cellules	annuclées	 chez	 ces	mutants,	 et	 ces	
mutants	présentent	une	baisse	de	viabilité	lorsqu’ils	sont	cultivés	à	plus	de	25°C	(Niki	et	al.,	
1991;	Weitao	et	al.,	2000;	Yamanaka	et	al.,	1996).	De	plus,	les	mutations	dans	le	gène	topA	
(gène	codant	 la	TopoI,	 voir	partie	1.3.3.3),	 induisant	une	augmentation	de	 la	 superhélicité	
négative,	 suppriment	 la	 thermosensibilité	 des	mutants	mukB	 (Sawitzke	 and	Austin,	 2000),	




dans	 ce	 manuscrit.	 MukB	 est	 notamment	 impliquée,	 avec	 SeqA,	 dans	 la	 cohésion	 post-
réplicative	(voir	partie	2.5.1)	(Zawadzki	et	al.,	2015).	De	plus,	MukB	interagit	avec	MatP,	et	
























permis	 de	 mettre	 en	 évidence	 une	 organisation	 en	 rosette,	 avec	 des	 boucles	 d’ADN	
superenroulées	qui	 rayonnement	autour	d’un	noyau	central,	plus	 condensé,	 contenant	 les	




En	 1981,	 une	première	 étude	 in	 vivo	 a	 permis	 de	mettre	 en	 évidence	 la	 présence	des	
domaines	topologiques	et	de	les	compter.	La	densité	de	superhélicité	négative	a	été	mise	en	
évidence	 via	 l’utilisation	 de	 triméthylpsoralène,	 un	 agent	 intercalant	 de	 l’ADN	 qui	 cible	
préférentiellement	les	régions	denses	en	superhélicité	et	qui,	après	irradiation	aux	UV	créé	









Partant	 du	 constat	 que	 chez	Salmonella	 enterica,	 les	 domaines	 topologiques	 sont	 plus	
petits	(environ	25	Kb)	et	plus	nombreux	(entre	40	et	150)	que	les	estimations	précédentes,	et	
surtout	variables	en	taille	et	en	emplacement	(Higgins	et	al.,	1996),	une	nouvelle	étude	a	été	
faite	sur	 le	chromosome	d’E.	coli,	combinant	des	approches	 in	vivo	et	 in	vitro.	La	première	
approche	consiste	à	dénombrer	et	mesurer	les	boucles	d’ADN	après	purification	de	nucléoïdes	
et	 observation	 au	 microscope	 électronique.	 Avec	 cette	 approche,	 le	 nombre	 moyen	 de	
boucles	est	estimé	à	169,	avec	une	taille	comprise	entre	10	et	13	Kb.	La	seconde	approche	est	
basée	sur	l’identification	de	plus	de	300	gènes	répartis	sur	le	chromosome,	dont	l’expression	





















La	 segmentation	 du	 nucléoïde	 en	 nombreux	 domaines	 topologiques	 de	 petite	 taille	
confère	de	nombreux	avantages	à	la	cellule.	(i)	Lorsqu’il	y	a	cassure	simple	ou	double	brin	de	
l’ADN,	 les	 modifications	 de	 topologies	 induites	 ne	 se	 propagent	 pas	 à	 l’ensemble	 du	

























Dans	 le	cas	de	 la	transcription,	 l’ouverture	par	des	hélicases	et	 la	progression	de	 l’ARN	
polymérase	 entraîne	 l’accumulation	 de	 supertours	 positifs	 en	 aval.	 Afin	 de	 permettre	 la	
progression	de	l’ARN	polymérase,	une	partie	des	contraintes	diffuse	à	travers	la	machinerie	








l’arrêt	 de	 la	 réplication,	 une	 partie	 des	 contraintes	 bascule	 à	 l’arrière	 de	 la	 fourche	 de	









triplex	 d’ADN)	 (Drolet	 et	 al.,	 2003)	 alors	 qu’une	 diminution	 de	 la	 superhélicité	 négative	
entraîne	des	défauts	de	ségrégation	des	chromosomes	frères	et	la	mort	cellulaire	(Hiraga	et	
al.,	1989).	Les	topoisomérases	sont	des	enzymes	essentielles	à	la	régulation	de	la	topologie	de	










Chez	 E.coli,	 il	 y	 a	 deux	 topoisomérases	 de	 type	 I	 (la	 TopoI	 et	 la	 TopoIII),	 et	 deux	
topoisomérases	de	type	II	(la	Gyrase	ou	TopoII	et	la	TopoIV)	(Wang,	2002).	Quel	que	soit	la	
famille,	 les	 topoisomérases	 présentent	 de	 nombreux	 points	 communs	 :	 une	 structure	 en	
forme	de	pince	permettant	 les	 activités	 de	 coupure	 et	 de	 transfert	 de	brins,	 une	 tyrosine	











minimal	de	passage	d’un	brin	à	 travers	 l’autre	nécessaire	à	 leur	séparation)	d’un	facteur	1	
(DLk=+1)	 (Figure	19).	Les	Topo	IA	sont	capables	de	relâcher	 les	supertours	négatifs.	 (ii)	Les	
topoisomérases	 de	 type	 IB	 forment	 une	 liaison	 avec	 l’extrémité	 3’	 phosphate	de	 l’ADN	et	
permettent	 au	 brin	 coupé	 de	 tourner	 librement	 autour	 du	 brin	 intact,	 ce	 qui	 permet	 de	




















La	 TopoI	 d’E.	 coli	 a	 été	 la	 toute	première	 enzyme	 identifiée	permettant	de	 changer	 le	
nombre	 de	 liens	 topologiques	 de	 l’ADN	 (Wang,	 1971).	 Elle	 est	 codée	 par	 le	 gène	 topA	et	
permet	de	relâcher	 les	supertours	négatifs	en	excès.	Lorsque	topA	est	délétée,	on	observe	
l’apparition	de	mutations	compensatoires	secondaires	dans	 les	gènes	gyrA	et	gyrB,	codant	
pour	 la	 Gyrase.	 Ces	mutations	 conduisent	 à	 la	 production	 d’une	Gyrase	 avec	 une	 activité	
d’introduction	de	supertours	négatifs	diminuée	(DiNardo	et	al.,	1982;	McEachern	and	Fisher,	
1989;	Oram	and	 Fisher,	 1992;	 Pruss	 et	 al.,	 1982).	 Cette	 adaptation	 permet	 de	 compenser	
l’absence	de	la	TopoI	en	évitant	l’accumulation	de	supertours	négatifs.	Cette	accumulation	a	
pour	conséquence	la	formation	de	structure	de	type	R-loop	pouvant	entraîner	une	inhibition	






























sont	 capables	de	 cliver	 les	deux	brins	de	 la	molécule	d’ADN,	et	de	 transférer,	 à	 travers	 la	
coupure,	une	double	hélice	d’ADN,	provenant	de	la	même	molécule	d’ADN,	ou	d’une	autre	
molécule	d’ADN.	Cette	réaction,	nécessitant	de	l’ATP,	permet	de	modifier	le	Lk	d’un	facteur	2	


















unités	 ATPasiques	 contiennent	 le	 site	 de	 fixation	 à	 l’ATP	 ainsi	 que	 le	 domaine	 TOPRIM	
(domaine	catalytique	Mg2+-dépendant).	Les	sous-unités	catalytiques	présentent	un	domaine	





























décaténation	 des	 chromosome,	 la	 Gyrase	 ne	 semble	 pas	 intervenir	 directement	 dans	 la	
décaténation,	 mais	 l’introduction	 de	 supertours	 négatifs	 dans	 l’ADN	 pourrait	 favoriser	 la	




et	 la	délétion	de	 l’un	ou	 l’autre	des	gènes	codant	pour	 l’une	ou	 l’autre	des	sous-unités	est	
létale.	 En	 effet,	 l’incubation	 à	 température	 permissive	 de	 mutants	 gyrA	 thermosensibles	












	 La	 Gyrase,	 comme	 la	 TopoI,	 participe	 au	maintien	 et	 à	 la	 régulation	 du	 niveau	 de	






la	 transcription.	Pour	que	 l’ouverture	soit	possible,	 il	 faut	un	niveau	élevé	de	superhélicité	
négative	(Walker	et	al.,	1999).	Donc,	lorsque	le	niveau	de	superhélicité	négative	est	élevé,	il	y	
aura	production	de	Fis.	Fis	(i)	réprime	son	propre	promoteur	(présence	de	6	sites	de	fixation	
pour	 FIS	 dans	 la	 région	 promotrice),	 (ii)	 réprime	 la	 transcription	 de	gyrA	 et	gyrB	 (et	 donc	
diminue	la	production	de	 la	Gyrase	qui	permet	d’introduire	des	supertours	négatifs)	et	(iii)	
active	 la	transcription	de	topA	 (et	donc	augmente	la	production	de	la	TopoI,	qui	permet	 le	
relâchement	des	supertours	négatifs)	(Figure	21)	(Schneider	et	al.,	1999;	Weinstein-Fischer	et	
al.,	 2000).	 A	 l’inverse,	 lorsque	 le	 niveau	 de	 superhélicité	 négative	 est	 faible	 au	 niveau	 du	
promoteur	 fis,	 il	 y	 aura	 peu	 de	 synthèse	 de	 FIS	 et	 donc	 une	 levée	 de	 l’inhibition	 des	
promoteurs	gyrA	et	gyrB,	permettant	 la	production	de	 la	Gyrase	et	donc	 l’introduction	de	









de	 réplication.	 Alors	 qu’une	 inactivation	 de	 la	 Gyrase	 seule	 a	 pour	 conséquence	 une	
diminution	du	taux	de	progression	de	la	réplication	d’1/3	de	sa	valeur	initiale,	suggérant	que	













Le	 rôle	principal	de	 la	TopoIV	est	 la	 résolution	des	précaténanes	et	des	caténanes.	Les	
précaténanes	se	 forment	 lorsqu’une	partie	de	 la	contrainte	topologique	positive	créée	par	
l’avancement	de	la	fourche	de	réplication,	devant	celle-ci,	bascule	à	l’arrière,	au	niveau	des	
deux	 brins	 nouvellement	 répliqués,	 via	 la	 rotation	 des	 fourches	 de	 réplication.	 La	
redistribution	 des	 contraintes	 conduit	 à	 un	 entrelacement	 des	 deux	 brins	 appelé	
précaténanes.	 Lorsque	 les	 précaténanes	 persistent	 à	 la	 fin	 de	 la	 réplication,	 les	 deux	
chromosomes	 frères	 se	 retrouvent	 entrelacés	 l’un	 avec	 l’autre	 par	 ce	 que	 l’on	 appelle	 les	
caténanes	(Figure	22).	
	
La	 progression	 de	 la	 machinerie	 de	 réplication	 conduit	 à	 la	 formation	 de	 100	 à	 200	




certains	 précaténanes	 persistent	 au	 niveau	 de	 la	 région	 terminale	 du	 chromosome	 et	
deviennent	des	caténanes,	qui	seront	résolus	par	la	TopoIV.	En	effet,	alors	qu’une	inhibition	
de	la	Gyrase	n’a	pas	de	conséquences	sur	l’accumulation	des	précaténanes,	l’inactivation	de	
la	 TopoIV	 a	 pour	 conséquences	 une	 accumulation	 de	 précaténanes	 et	 un	 défaut	 de	
ségrégation	des	chromosomes	frères	(Lesterlin	et	al.,	2012;	Wang	et	al.,	2008).	De	plus,	une	
inactivation	de	la	TopoIV	conduit	à	une	réduction	de	la	séparation	des	loci	près	d’oriC	et	dans	



















nombre	 de	 TopoIV	 dans	 la	 cellule	 a	 été	 estimé	 à	 environ	 1000	 molécules,	 permettant	




























Le	 terme	 MacroDomaine	 n’apparait	 que	 quelques	 années	 après,	 suite	 à	 l’analyse	 de	
l’interaction	 physique	 entre	 loci.	 Pour	 explorer	 l’architecture	 du	 chromosome	 in	 vivo,	 le	
groupe	de	F.	Boccard	a	mis	au	point	un	outil,	basé	sur	le	système	de	recombinaison	spécifique	
du	 phage	 l,	 et	 permettant	 d’appréhender	 la	 distance	 spatiale	 entre	 deux	 sites	
chromosomiques.	La	recombinaison	entre	les	deux	sites	attR	et	attL	se	faisant	par	collision	
aléatoire,	 la	 fréquence	 de	 recombinaison	 est	 directement	 proportionnelle	 à	 la	 capacité	 à	
entrer	en	contact	des	deux	sites	att.	Les	sites	attR	et	attL	ont	été	positionnés	à	différents	loci	
chromosomiques	afin	de	sonder	le	chromosome.	Le	premier	constat	est	que	la	fréquence	de	
recombinaison	 n’est	 pas	 homogène	 sur	 le	 chromosome	 :	 deux	 sites	 éloignés,	 mais	
appartenant	à	une	même	région,	ont	une	fréquence	de	recombinaison	plus	élevée	que	deux	
sites	 rapprochés,	 appartenant	 à	 deux	 régions	 différentes.	 Ces	 observations	 ont	 permis	 de	
définir	 4	 régions	 isolées	 physiquement	 les	 unes	 des	 autres	 :	 les	 MacroDomaines	 Ori	
(correspondant	à	la	région	Ori	précédemment	définie	par	Niki	et	al.),	Ter	(correspondant	à	la	
























	 Un	 crible	 génétique	 a	 ensuite	 permis	 d’identifier	 la	 protéine	 MatP,	 qui	 se	 fixe	
spécifiquement	 au	 niveau	 des	 sites	matS	 (Mercier	 et	 al.,	 2008).	 En	 l’absence	 de	MatP,	 la	
compaction	et	la	ségrégation	du	MacroDomaine	Ter	sont	perturbées,	ce	qui	montre	un	rôle	
essentiel	 de	 MatP	 	 dans	 l’organisation	 du	 MacroDomaine	 Ter	 (Dupaigne	 et	 al.,	 2012;	



























Le	 cycle	 cellulaire	 correspond	 à	 l’ensemble	 des	 étapes	 constituant	 et	 délimitant	 la	 vie	












étape,	 la	 mitose,	 correspond	 à	 l’étape	 de	 division	 cellulaire	 et	 est	 divisée	 en	 4	 phases	
distinctes	:	(i)	la	prophase	pendant	laquelle	les	chromatides	sœurs	se	condensent	et	forment	
des	 paires	 de	 chromosomes	 reliés	 entre	 eux	 au	 niveau	 du	 centromère	 et	 aussi	 pendant	
laquelle	 il	 y	 a	 dissolution	 de	 l’enveloppe	 nucléaire,	 (ii)	 la	métaphase	 pendant	 laquelle	 les	
chromosomes	sont	positionnés	sur	le	plan	équatorial	de	la	cellule	grâce	aux	microtubules,	(iii)	
l’anaphase	pendant	 laquelle	 les	 chromosomes,	 toujours	 sous	 l’action	des	microtubules,	 se	
ségrégent	de	part	et	d’autre	du	plan	équatorial	et	(iv)	la	télophase	pendant	laquelle	se	forment	
deux	 enveloppes	 nucléaires	 aux	 extrémités	 de	 la	 cellule,	 autour	 des	 chromosomes	
homologues.	 Enfin,	 une	 dernière	 étape	 de	 cytokinèse	 ou	 cytodiérèse	 intervient	 après	 la	
mitose,	 et	 permet	 la	 formation	 de	 deux	 cellules	 filles	 individualisées.	 La	 cytokinèse	 est	
différentes	entre	les	cellules	animales	(formation	d’un	sillon	perpendiculaire	à	l’axe	du	fuseau	
mitotique	 et	 présence	 d’un	 anneau	 contractile	 assurant	 le	 partage	 du	 cytoplasme	 par	













majorité	 des	 bactéries,	 l’information	 génétique	 est	 portée	 par	 un	 unique	 chromosome	
circulaire,	ce	qui	fait	que	pendant	l’équivalent	de	la	mitose	chez	les	procaryotes,	il	n’y	a	qu’un	












le	 temps	 de	 génération	 (t).	 La	 période	 C	 correspond	 à	 la	 période	 de	 réplication	 des	
chromosomes.	La	période	D	correspond	à	la	période	de	division,	qui	commence	à	la	fin	de	la	
réplication,	et	prend	fin	au	moment	de	l’individualisation	des	deux	cellules	filles.	La	période	B	
correspond	 à	 la	 période	 d’initiation	 de	 la	 réplication,	 soit	 la	 période	 comprise	 entre	 la	
naissance	des	 cellules	 filles	 et	 le	 début	 de	 la	 réplication.	 Enfin	 le	 temps	de	 génération	 (t)	

















cycles.	 En	 effet,	 certaines	 périodes	 sont	 incompressibles,	 notamment	 la	 période	 C.	 En	
condition	optimale	de	réplication,	le	chromosome	de	4,6	Mb	est	répliqué	en	40	minutes	(la	













dans	 la	 largeur	 :	 on	 parle	 donc	 d’élongation.	 L’élongation	 conduit,	 en	 une	 génération,	 au	
doublement	 de	 la	 longueur	 de	 la	 cellule.	 E.	 coli	 appartient	 aux	 bactéries	 dites	 «	 à	 gram	
négatif	»	c’est-à-dire	que	son	enveloppe	cellulaire	est	composée	d’une	membrane	externe,	
d’un	 espace	 periplasmique	 avec	 une	 couche	 de	 peptidoglycane	 (PG)	 et	 d’une	membrane	
plasmique.	L’élongation	cellulaire	nécessite	donc	l’élongation	du	peptidoglycane,	qui	se	fait	












































































L’ouverture	 de	 la	 double	 hélice	 d’ADN	 au	 niveau	 de	 la	 zone	 riche	 en	 AT	 nécessite	 la	
formation	du	complexe	nucléoprotéique	DnaA	mais	est	aussi	dépendante	de	la	superhélicité	









DnaA	 augmente	dans	 la	 cellule,	 il	 y	 a	 suppression	de	 l’inhibition	par	 Fis,	 ce	 qui	 permet	 la	
fixation	à	la	fois	de	DnaA	et	de	IHF	(Figure	25B)	(Ryan	et	al.,	2004).	La	fixation	de	IHF	au	niveau	





























ensuite	 association	 coopérative	 sur	 les	 autres	 sites	GATC	hémiméthylés	 et	 formation	d’un	









La	 délétion	 de	 SeqA	 abolit	 le	 processus	 de	 séquestration	 des	 origines,	 induisant	 des	
réplications	 asynchrones,	 des	 initiations	 de	 la	 réplication	 prématurées	 mais	 aussi	 une	
localisation	anormale	des	nucléoïdes	(Brendler	et	al.,	2000;	Freiesleben	et	al.,	1994;	M.	Lu	et	







































































croissance	 a	 permis	 de	 mettre	 en	 évidence	 que	 le	 système	 RIDA	 est	 le	 mécanisme	
prédominant	de	prévention	de	la	réinitiation	de	la	réplication.	Alors	que	l’absence	de	datA	n’a	























synthétisé	sans	 interruption	à	partir	de	 l’amorce	 initiale	produite	par	 l’ADN	primase	DnaG.	
Concernant	 le	brin	discontinu,	 l’ADN	primase	synthétise,	à	 intervalle	 régulier,	des	amorces	
ARN.	Une	fois	 la	synthèse	achevée,	 l’ADN	primase	est	déplacée	du	brin	discontinu	et	 le	ß-
clamp	est	chargé	au	niveau	de	l’extrémité	3’	de	l’amorce	ARN.	L’ADN	polymérase	III	s’ancre	à	
l’ADN	via	le	ß-clamp	et	synthétise	un	nouveau	fragment	d’ADN	appelé	fragment	d’Okazaki.	
Lorsque	 le	 complexe	 ß-clamp/ADN	 polymérase	 III	 rencontre	 l’amorce	 ARN	 du	 fragment	
d’Okazaki	précédent,	 l’ADN	polymérase	 III	 se	décroche	du	ß-clamp	et	viens	se	 fixer	 sur	un	
autre	ß-clamp.	L’ancien	ß-clamp	reste	à	l’extrémité	du	fragment	d’Okazaki.	Les	amorces	ARN	
sont	ensuite	remplacées	par	de	l’ADN	grâce	à	la	ribonucléase	H,	qui	dégrade	l’amorce	ARN,	et	







la	 réplication	appelés	 sites	Ter	 (Figure	2).	 Les	 sites	Ter,	en	complexe	avec	 la	protéine	Tus,	






















modèle	alternatif	a	été	proposé	par	Hendrickson	and	Lawrence	en	2007	 :	 le	modèle	de	 la	
terminaison	de	la	réplication	à	dif.	Ils	proposent	qu’un	site	à	proximité	immédiate	de	dif	ou	
coïncidant	avec	dif	fait	obstacle	à	la	progression	des	fourches	de	réplication	et	que	les	sites	
Ter	 jouent	 un	 rôle	 uniquement	 dans	 l’arrêt	 des	 fourches	 de	 réplication	 permettant	 la	




Le	 lieu	 de	 terminaison	 de	 la	 réplication	 reste	 controversé,	 mais	 surtout	 une	 grande	
question	 subsiste	 :	 comment	 se	 passe	 la	 terminaison	 de	 la	 réplication	 ?	 Est-ce	 qu’il	 y	 a	
désassemblage	du	complexe	après	 l’arrêt	au	niveau	du	complexe	Tus/Ter,	ou	est-ce	que	le	












La	 ségrégation	 des	 chromosomes	 correspond	 à	 l’étape	 de	 séparation	 des	 deux	









que	 par	 l’utilisation	 de	 la	 microscopie	 à	 fluorescence	 permettant	 de	 visualiser	 un	 locus	
particulier	dans	la	cellule.	Cette	dernière	méthode	ne	permet	pas	de	calculer	réellement	la	
période	 de	 cohésion	 post-réplicative,	 compte	 tenu	 de	 la	 résolution	 de	 la	 microscopie	 à	
fluorescence	 trop	 faible	pour	différencier	deux	 loci	 frères	 colocalisés	d’un	 seul	 locus,	mais	
plutôt	 la	 période	 de	 colocalisation	 entre	 deux	 loci	 frères	 (Figure	 28).	 Malgré	 cette	 limite	





l’origine	 de	 réplication	 oriC	 vers	 la	 région	 terminale	 du	 chromosome.	 La	 plupart	 des	 loci	
chromosomiques	ont	une	période	de	cohésion	comprise	entre	7	et	10	minutes	(Nielsen	et	al.,	
2006),	ce	qui	signifie	qu’il	y	a,	derrière	les	fourches	de	réplication,	plusieurs	centaines	de	Kb	
















Le	 phénomène	 de	 ségrégation	 qui	 suit	 la	 cohésion	 post-réplicative	 est	 extrêmement	
rapide,	 ce	 qui	 suggèrent	 que	 le	 phénomène	 de	 cohésion	 post-réplicatif	 n’est	 pas	 un	
phénomène	passif,	mais	bien	un	phénomène	actif	capable	de	contrebalancer	les	tensions	de	
ségrégation.	Que	ce	 soit	pour	 les	 loci	présentant	une	période	de	cohésion	post-réplicative	
normale	ou	pour	les	régions	présentant	une	période	de	cohésion	post-réplicative	étendue,	les	
précaténanes	 sont	 à	 l’origine	 de	 cette	 cohésion	 (Lesterlin	 et	 al.,	 2012),	 et	 la	 perte	 de	 la	






du	 niveau	 de	 TopoIV	 (utilisation	 d’un	 mutant	 thermosensible	 parE10)	 entraîne	 une	
augmentation	du	temps	de	cohésion	post-réplicative	alors	que	l’augmentation	du	niveau	de	























(Hayama	 and	 Marians,	 2010;	 Li	 et	 al.,	 2010)	 ainsi	 que	 l’obtention	 de	 la	 structure	 3D	 du	
complexe	MukB/TopoIV	(Vos	et	al.,	2013b)	montrent	que	l’interaction	se	fait	entre	le	domaine	
«	hinge	»	de	MukB	(voir	partie	1.3.2)	et	le	domaine	C-terminal	de	ParC	(sous-unité	catalytique	;	
voir	 partie	 1.2.2.6).	 Le	 domaine	 C-terminal	 de	 ParC	 permet	 la	 différenciation	 entre	 les	
substrats	superenroulés	positivement	et	négativement	grâce	à	la	présence	d’une	région	auto-



















Le	 fait	 que	 ParC	 interagit	 directement	 avec	MukB	 et	 que,	 fusionné	 avec	 une	 protéine	
fluorescente,	ParC	forme	un	foci	associé	avec	le	cluster	de	MukBEF	au	niveau	de	l’origine	de	
réplication	 (Nicolas	et	al.,	2014),	 suggère	qu’il	existe	un	 lien	 fonctionnel	entre	 l’activité	de	
décaténation	de	la	TopoIV	et	la	ségrégation	correcte	des	origines	de	réplication	par	MukBEF.	





Alors	 que	MukB	 régule	positivement	 la	 décaténation	par	 la	 TopoIV,	 SeqA	 semble	 faire	
l’inverse.	 SeqA	 est	 une	 protéine	 composée	 de	 deux	 domaines	 séparés	 par	 un	 linker	 :	 le	













intervient	 en	 général	 entre	 5	 et	 10	minutes	 après	 le	 passage	 des	 fourches	 de	 réplication	
(Campbell	and	Kleckner,	1990).		
	











Ces	 résultats	 sont	 corroborés	 par	 différentes	 études	 in	 vivo	 montrant	 (i)	 qu’une	 sur-
expression	de	SeqA	entraine	une	inhibition	de	la	ségrégation	(Bach	et	al.,	2003),	(ii)	qu’une	
sous-expression	 de	 SeqA	 restaure	 la	 viabilité	 d’une	 souche	 parEts	 à	 température	 non-
permissive	(Joshi	et	al.,	2013)	et	(iii)	que	la	sur-expression	de	la	TopoIV	diminue	le	temps	de	
cohésion	de	certains	loci	d’un	facteur	3	(Joshi	et	al.,	2013).	SeqA,	fortement	concentré	derrière	
les	 fourches	 de	 réplication,	 compte	 tenu	 de	 la	 présence	 d’ADN	 néosynthétisé	 donc	








la	 fourche	 dans	 une	 configuration	 relâchée,	 ne	 permettant	 par	 la	 formation	 de	 jonction	
«	hooked	»,	substrat	préférentiel	de	la	TopoIV	(Joshi	et	al.,	2013).	Un	fois	l’ADN	néosynthétisé	
méthylé	 par	 DAM,	 SeqA	 serait	 relargué	 de	 l’ADN,	 permettant	 la	 fixation	 de	MukB.	 Cette	





Lors	 du	 cycle	 cellulaire,	 chaque	 région	 du	 chromosome	 d’E.	 coli	 va	 occuper	 un	
emplacement	précis	dans	la	cellule,	et	le	chromosome	va	donc	avoir	une	certaine	orientation	
dans	la	cellule.	Plusieurs	études	proposent	une	orientation	du	chromosome	de	type	Left-Ori-
Right	 dans	 la	 cellule,	 est	 une	 conservation	 de	 cette	 orientation	 après	 réplication	 et	

























L’une	 des	 régions	 origines	 migre	 en	 direction	 du	 vieux	 pôle,	 à	 l’opposé	 de	 la	 région	
terminale	(position	1/4	correspondant	au	centre	de	la	future	cellule	fille).	L’autre	origine	reste	
au	centre	de	 la	 cellule,	à	 sa	position	 initiale.	Tous	 les	 loci	de	 la	 région	origine	ne	 sont	pas	
ségrégés	 :	 les	 deux	 régions	 SNAPs	 restent	 cohésives.	 Il	 va	 ensuite	 y	 avoir	 ségrégation	 des	
SNAPs.	La	ségrégation	des	SNAPs	coïncide	avec	la	migration	de	la	seconde	origine	du	centre	
















Il	 y	 a	 ségrégation	de	 la	 région	 terminale	du	 chromosome.	 Les	deux	 régions	 terminales	





















essentiels	 à	 la	 ségrégation,	 sauf	 au	 moment	 de	 l’entrée	 en	 phase	 stationnaire	 ou	 en	













Chez	 E.	 coli,	 une	 séquence	 migS	 de	 25	 pb	 a	 été	 identifiée	 comme	 potentiellement	
importante	pour	la	ségrégation	de	la	région	origine,	du	fait	de	sa	dynamique	de	ségrégation	




(Yamaichi	 and	 Niki,	 2004).	 Cependant,	 ces	 résultats	 n’ont	 pas	 été	 confirmés	 par	 la	 suite	










soit	 pendant	 la	 réplication,	 ou	 à	 n’importe	 quel	 autre	 moment	 du	 cycle	 cellulaire	






















question	 qui	 reste	 en	 suspens	 à	 l’heure	 actuelle	 est	 de	 savoir	 comment	MukB	 se	 localise	
préférentiellement	au	niveau	d’oriC,	et	localise	les	oriC	aux	positions	1/4	et	3/4.	Une	étude	
parue	 en	 2016	 montre	 que	 la	 protéine	MatP,	 impliquée	 dans	 l’organisation	 de	 la	 région	





Une	 fois	 les	 régions	 origines	 correctement	 ségrégées	 aux	 positions	 1/4	 et	 3/4,	 la	
ségrégation	des	réplichores	Left	et	Right	semble	être	due	à	la	compaction	de	l’ADN	le	long	de	
des	réplichores	;	cette	compaction	se	faisant	grâce	à	la	fois	à	MukB,	aux	protéines	de	type	
NAPs	et	aux	surenroulements	de	 l’ADN.	Cette	hypothèse	est	soutenue	par	 le	 fait	que	(i)	 la	
ségrégation	 des	 loci	 nouvellement	 répliqués	 se	 fait	 de	 façon	 séquentielle,	 (ii)	 les	 loci	
nouvellement	répliqués	vont	ensuite	colocaliser	avec	les	loci	situés	juste	avant	sur	la	carte	du	
chromosome	 et	 (iii)	 les	 souches	 délétées	 des	 protéines	 NAPs	 ou	 de	 MukB	 présentent	
généralement	des	défauts	de	ségrégation	(Britton	et	al.,	1998;	Graumann,	2001;	Helgesen	et	
al.,	 2016;	 Niki	 et	 al.,	 1991).	 De	 plus,	 la	 délétion	 de	 MukB	 provoque	 un	 changement	
d’orientation	 du	 chromosome	 (voir	 partie	 2.5.3.1)	 (Danilova	 et	 al.,	 2007).	MukB	 est	 donc	































entre	 la	 tubuline	 eucaryote	 et	 FtsZ	 (Löwe	 and	 Amos,	 1998).	 FtsZ	 possède	 deux	 domaines	
globulaires	 séparés	 par	 une	 hélice	 centrale.	 La	 domaine	 N-terminal	 contient	 les	 résidus	
nécessaires	à	la	fixation	et	à	l’hydrolyse	du	GTP.	Le	domaine	C-terminal	est	impliqué	dans	les	
interactions	 latérales	entre	 les	différents	protofilaments	ainsi	que	 les	 interactions	avec	 les	
autres	 protéines	 du	 divisome.	 FtsZ	 forme	 des	 filaments	 grâce	 à	 une	 interaction	 entre	
l’extrémité	 chargée	positivement	d’un	monomère	et	 l’extrémité	 chargée	négativement	du	










est	 dépendante	 de	 la	 fixation	 de	 GTP	 et	 de	Mg2+,	 et	 est	 stimulée	 par	 la	 présence	 de	 K+	
(Mendieta	 et	 al.,	 2009).	 Sous	 ces	 conditions,	 la	 dynamique	 de	 polymérisation-























- Les	 protofilaments	 de	 FtsZ	 formés	 en	 présence	 de	 GTP	 sont	 droits	 alors	 que	 ceux	
formés	en	présence	de	GDP	sont	courbés.	L’hydrolyse	de	GTP	en	GDP	pourrait	être	à	



















l’ADN,	ou	encore	 si	 l’anneau	Z	 se	 forme	 trop	 tôt,	 alors	que	 les	 chromosomes	ne	 sont	pas	































Le	 troisième	 partenaire	 du	 système	 Min	 est	 la	 protéine	 MinE.	 MinE	 contient	 trois	
domaines	fonctionnels	distincts	:	une	région	N-terminale	possédant	un	motif	de	liaison	à	la	
membrane,	 un	 domaine	 anti-Min	 et	 un	 domaine	 de	 dimérisation	 (Hsieh	 et	 al.,	 2010).	 Le	




L’utilisation	 de	 protéines	 de	 fusions	 a	 permis	 la	 visualisation	 de	 l’oscillation	 des	 trois	
protéines	du	système	Min	dans	la	cellule.	MinC	et	MinD	sont	localisées	à	la	périphérie	d’une	




















cellule.	 La	 fixation	 coopérative	 de	 MinD-ATP	 à	 la	 membrane	 et	 sa	 capacité	 à	 dimériser	
permettent	cet	assemblage.	MinC	et	MinE	se	lient	à	MinD	dans	la	zone	polaire.	Cependant,	la	
liaison	de	MinC	à	MinD	est	beaucoup	plus	forte	que	la	liaison	de	MinE	à	MinD.	MinE	ne	se	lie	

















La	 formation	de	 l’anneau	E	au	 centre	de	 la	 cellule	empêche	 la	propagation	de	 la	 zone	
polaire	 MinD	 et	 initie	 son	 désassemblage.	 MinD	 est	 dissociée	 de	 la	 membrane	 via	 la	






L’anneau	E	se	déplace	du	centre	de	 la	cellule	vers	 le	pôle,	au	 fur	et	à	mesure	qu’il	 y	a	
dissociation	de	MinD,	permettant	ainsi	à	l’anneau	E	de	rester	en	contact	avec	le	bord	médial	
de	la	zone	polaire.	Deux	hypothèses	peuvent	expliquer	ce	déplacement	:	(i)	il	pourrait	y	avoir	
rétention	 des	 molécules	 de	 MinE	 à	 la	 membrane	 pour	 couvrir	 les	 trous	 laissés	 par	 la	












dans	 la	cellule	(Figure	34F).	MinC	est,	 la	grande	majorité	du	temps,	présente	au	pôle	de	 la	
cellule,	et	toujours	absente	du	centre	de	la	cellule.	Et	comme	MinC	empêche	la	formation	de	
l’anneau	 Z	 par	 déstabilisation	 des	 interactions	 longitudinales	 et	 latérales	 au	 sein	 des	

























(pour	SlmA	Binging	Site),	présents	 tous	 le	 long	du	chromosome,	hormis	dans	 la	 région	 ter		
(Figure	7)	(Cho	et	al.,	2011;	Tonthat	et	al.,	2011).	SlmA	est	active	uniquement	lorsqu’elle	se	











est	 liée	 à	 l’ADN	 au	 niveau	 d’un	 site	 SBS	 (Cho	 et	 al.,	 2011;	 Cho	 and	 Bernhardt,	 2013).	 La	
dépolymérisation	de	FtsZ	aurait	donc	lieu	partout	au	niveau	du	nucléoïde,	sauf	dans	la	région	
terminale	du	chromosome.	 La	dépolymérisation	de	FtsZ	par	SlmA	semble	se	 faire	en	deux	










Dans	 un	 second	 temps	 SlmA	 interagirait	 avec	 un	 autre	 domaine	 de	 FtsZ,	 et	 cette	
interaction	provoquerait	 la	 rupture	des	 filaments	de	FtsZ	 (Du	and	 Lutkenhaus,	 2014).	Une	
étude	récente	montrant	que	SlmA,	sous	forme	de	dimère	sur	un	site	SBS,	réduit	le	temps	de	





Un	 autre	 modèle	 propose	 que	 SlmA	 ne	 provoque	 pas	 la	 dépolymérisation	 des	
protofilaments,	mais	 les	 captures,	 rendant	 impossible	 la	 formation	de	 l’anneau	Z.	 SlmA	se	


































FtsA	et	ZipA	sont	 les	deux	premières	protéines	à	être	 recrutées	au	centre	de	 la	cellule	
après	la	formation	de	l’anneau	Z	(Figure	32).	Elles	sont	toutes	les	deux	essentielles	chez	E.	coli.	
Leur	localisation	au	futur	site	de	division	de	la	cellule	est	dépendante	de	la	présence	de	FtsZ	









l’existence	 de	 deux	 domaines	 (domaines	 1	 et	 2)	 subdivisés	 en	 deux	 sous-domaines	 (sous-
domaines	1A,	1C,	2A	et	2B).	Les	sous-domaines	1A,	2A	et	2B	forment	le	site	de	liaison	à	l’ATP	
alors	que	le	domaine	2B	interagit	avec	le	domaine	«	hub	»	de	FtsZ	(Szwedziak	et	al.,	2012).	Le	
domaine	1C,	quant	à	 lui,	 joue	un	 rôle	essentiel	dans	 le	 recrutement	d’autres	protéines	du	
division	(FtsK,	FtsQ,	FtsL,	FtsI	et	FtsN)	ainsi	que	dans	l’interaction	FtsA-FtsA	(Rico	et	al.,	2004).	
FtsA	permet	 l’ancrage	à	 la	membrane	de	 l’anneau	Z,	et	semble	aussi	 jouer	un	rôle	dans	 la	
réorganisation	des	filaments	de	FtsZ	en	les	déstabilisant	(Loose	and	Mitchison,	2014).	Cette	
réorganisation	des	protofilaments	de	FtsZ	au	sein	de	l’anneau	Z	pourraient	être	à	l’origine	de	





	 ZipA	 possède	 un	 petit	 domaine	 periplasmique	 en	 N-terminal,	 une	 seule	 hélice	
transmembranaire	 et	 un	 large	 domaine	 cytoplasmique.	 Le	 domaine	 cytoplasmique	 est	













Les	 protéines	 Zap	 (pour	 FtsZ	 Ring-Associated	 Proteins)	 ZapA,	 ZapB,	 ZapC	 et	 ZapD	
interviennent	dans	les	premières	étapes	de	l’assemblage	du	divisome,	elles	sont	donc	dites	
«	 précoces	 ».	 Leur	 localisation	 au	 centre	 de	 la	 cellule	 dépend	de	 la	 présence	de	 FtsZ.	 Les	





ZapA	 est	 la	 protéine	 Zap	 la	 plus	 conservée	 parmi	 les	 espèces	 bactériennes.	 ZapA	 est	
composé	 d’un	 domaine	 N-terminal	 globulaire	 et	 d’un	 long	 domaine	 «	 coiled-coil	 »	 en	 C-
terminal	(Low	et	al.,	2004).	Le	domaine	N-terminal	participe	à	la	multimérisation	de	ZapA.	A	
faible	 concentration	 ZapA	 est	 sous	 forme	 dimérique,	 et	 à	 forte	 concentration	 sous	 forme	












ZapB	 est	 conservée	 uniquement	 chez	 les	 g-protéobactéries.	 ZapB	 est	 une	 protéine	
«	 coiled-coil	»	qui	 s’oligomérise	 et	 forme	 spontanément	 de	 long	 filaments.	 ZapB	 ,une	 fois	
assemblée	 en	 longs	 filaments,	 interagit	 avec	 ZapA	 et	 FtsA	 (Galli	 and	 Gerdes,	 2012).	
L’interaction	 ZapA-ZapB	 se	 fait	 entre	 le	 domaine	 C-terminal	 «	 coiled-coil	 »	 de	 ZapA	 et	 le	
domaine	N-terminal	de	ZapB	(Galli	and	Gerdes,	2012).	L’interaction	de	ZapB	avec	l’anneau	Z	
est	médiée	par	ZapA,	mais	peut	aussi	se	faire	directement,	dans	une	souche	DzapA	(Pazos	et	




















ZapD	 est	 conservée	 chez	 les	 g-protéobactéries	 mais	 aussi	 chez	 une	 partie	 des	 b-
protéobactéries.	La	surexpression	de	ZapD	provoque	des	défauts	de	division	cellulaire	dus	à	


















FtsK	est	 la	première	protéine	dite	«	 tardive	»	 à	 être	 recrutée	au	niveau	de	 l’anneau	Z	
stabilisé.	 FtsK	 est	 une	 protéine	 une	 protéine	 multifonctionnelle	 bien	 conservée	 chez	 les	
différentes	espèces	bactériennes.	Elle	est	divisée	en	un	domaine	N-terminal	contenant	quatre	
segments	transmembranaires,	une	longue	région	non	structurée	centrale,	le	«	linker	»	et	un	
domaine	 C-terminal	 cytoplasmique.	 Le	 domaine	 N-terminal	 est	 impliquée	 dans	 la	 division	
cellulaire,	et	faire	partie	du	divisome,	alors	que	le	domaine	C-terminal,	quant	à	lui,	intervient	













l’hexamérisation	 du	 domaine	 C-terminal	 et	 intervient	 avant	 la	 constriction	 du	 septum	
(Bisicchia	et	al.,	2013).		La	localisation	de	FtsK	au	septum	nécessite	la	présence	de	FtsZ,	FtsA	
et	ZipA	(Wang	and	Lutkenhaus,	1998).	Le	début	du	«	linker	»	semble	aussi	impliqué	dans	la	
division	cellulaire.	 Il	 serait	 important	pour	 la	stabilisation	des	 interactions	entre	FtsK	et	 les	
autres	 protéines	 du	 divisome	 (Bigot	 et	 al.,	 2004).	 FtsK	 pourrait	 aussi	 contrôler	 les	 étapes	
tardive	de	 la	 synthèse	du	 septum	de	division	via	 son	 interaction	avec	FtsI	 (Lesterlin	et	al.,	
2008).	 La	délétion	du	domaine	N-terminal	peut	être	 compensée	par	une	 surexpression	de	






















































Après	 le	 recrutement	 des	 différentes	 protéines	 du	 divisome,	 et	 la	 synthèse	 du	








impliquées	 dans	 le	 clivage	 du	 peptidoglycane	 au	 moment	 de	 la	 fermeture	 du	 septum.	
Seulement,	 compte	 tenu	de	 la	 redondance	de	ces	hydrolases,	 il	est	difficile	de	déterminer	





















de	 régulateur	 de	 l’activité	 des	 hydrolases	 au	 septum	de	 division.	 En	 effet,	 il	 a	 été	mis	 en	
évidence	que	ce	complexe	permet	 le	recrutement	d’EnvC	au	niveau	du	septum	de	division	
grâce	à	une	interaction	directe	entre	EnvC	et	une	boucle	periplasmique	de	FtsX	(D.	C.	Yang	et	











rôles	 et	 les	 mécanismes	 d’action	 de	 nombreuses	 protéines	 du	 divisome	 n’ont	 pas	 été	
caractérisés.	De	même,	parmi	les	hydrolases	putatives	du	peptidoglycane	identifiées	chez	E.	
coli,	il	est	plus	que	probable	que	d’autres	soient	impliquées	dans	le	clivage	du	peptidoglycane	























(ter)	du	chromosome	d’E.	 coli.	 En	effet,	 cette	 région	du	chromosome	est	particulièrement	
intéressante,	car,	contrairement	au	reste	du	chromosome,	elle	n’est	pas	ségrégée	au	fur	et	à	
mesure	de	la	ségrégation,	mais	après	une	période	de	cohésion	post-réplicative	étendue.	De	
plus,	 elle	 est	 le	 siège	des	dernières	 étapes	nécessaires	 à	 la	 ségrégation	 correcte	des	deux	



































21,95	minutes).	 Il	n’est	pas	organisé	en	opéron,	et	 les	deux	gènes	qui	 l’entourent	 (ycbZ	et	
ompA)	sont	en	orientation	inverse	(Figure	36).	Le	gène	ycbZ	de	1761	pb	code	une	protéase	
ATP-dépendante	 putative.	 Le	 gène	 ompA	 de	 1041	 pb	 code	 une	 porine	 de	 la	 membrane	









dans	 trois	 ordres	 des	 des	 g-protéobactéries	 :	 les	 Enterobacteriales,	 les	 Vibrionales	 et	 les	
Pasteurellales.	 Sur	 InterPro	 (EMBL-EBI),	 on	 trouve	 à	 l’heure	 actuelle	 880	 protéines	
appartenant	à	la	famille	MatP	chez	les	Enterobacteriales,	172	chez	les	Vibrionales	et	126	chez	
les	Pasteurellales.	MatP	appartient	à	un	groupe	de	protéines	identifiées	exclusivement	dans	



























RHH.	 Concernant	 la	 liaison	 au	 niveau	 d’un	 site	matS,	 deux	 domaines	 sont	 impliqués	 :	 le	
domaine	 «	4-helix	 bundle	»	 et	 le	 domaine	RHH.	 Les	 deux	 domaines	 «	4-helix	 bundle	»	du	
dimère	 interagissent	 avec	 le	 sillon	majeur	 aux	 deux	 extrémités	 du	 site	matS	 alors	 que	 les	
domaines	RHH	interagissent	avec	le	sillon	majeur	de	la	partie	centrale	du	site	matS.	(Dupaigne	
et	al.,	2012).	La	spécificité	d’interaction	entre	un	dimère	de	MatP	et	un	site	matS	est	due	aux	





entre	 deux	 dimères.	 Quatre	 résidus	 hydrophobes	 sont	 impliqués	 dans	 la	 formation	 du	
domaine	«	coiled-coil	»	et	de	ce	fait	dans	la	formation	du	tétramère	de	MatP	(les	leucines	139,	
143	 et	 146	 et	 l’isoleucine	 147).	 Le	 tétramère	 ainsi	 formé	 est	 flexible	 (Figure	 37B).	 Cette	
flexibilité	est	due	à	la	fois	à	la	flexibilité	de	la	tétramérisation	au	niveau	du	domaine	«	coiled-
coil	»	mais	aussi	aux	résidus	situés	entre	le	domaine	«	coiled-coil	»	et	le	domaine	RHH	qui	ont	















et	 où	 les	 contacts	 entre	 loci	 appartenant	 à	 deux	MacroDomaines	 différents	 sont	 très	 peu	

































que	 la	 condensation	de	 la	 région	 ter	 étant	donné	que	 les	distances	 interfocales	 entre	 loci	
situés	en	dehors	de	ter	ne	sont	pas	modifiées	(Mercier	et	al.,	2008).		
	
Afin	 de	 déterminer	 par	 quels	 mécanismes	 moléculaires	 MatP	 condense	 la	 région	 ter,	
différents	 mutants	 de	 MatP	 ont	 été	 testés,	 notamment	 le	 mutant	 matPDC20	 (délétion	
complète	du	domaine	«	coiled-coil	»	nécessaire	à	 la	tetramérisation	de	MatP)	et	 le	mutant	






















































la	 conséquence	 directe	 de	 la	 rencontre	 des	 deux	 fourches	 de	 réplication	 progressant	 en	
orientation	 inverse	sur	une	molécule	circulaire,	et	avait	 lieu	naturellement	au	centre	de	 la	













Contrairement	 au	 reste	 du	 chromosome	 qui	 est	 ségrégé	 au	 fur	 et	 à	 mesure	 de	 sa	
réplication,	 les	 deux	 régions	 ter	 nouvellement	 répliquées	 au	 centre	 de	 la	 cellule,	 restent	
colocalisées	pendant	une	longue	période	et	ne	sont	ségrégées	dans	les	deux	futures	cellules	
filles	que	quelques	minutes	avant	la	division	cellulaire	(Adachi	et	al.,	2008;	Bates	and	Kleckner,	
2005;	 Espéli	 et	 al.,	 2008).	 La	 période	 de	 colocalisation	 entre	 les	 deux	 régions	 ter	 varie	 en	
fonction	 du	 temps	 de	 génération.	 En	 condition	 de	 croissance	 lente	 (t=120	 minutes),	 la	
migration	de	la	région	ter	au	centre	de	la	cellule	intervient	une	vingtaine	de	minutes	après	le	
début	 du	 cycle	 cellulaire,	 et	 la	 ségrégation	 intervient	 20	 à	 30	 minutes	 avant	 la	 division	
























interaction	 directe	 entre	 ZapB	 et	MatP	 (Espéli	 et	 al.,	 2012).	 Cette	 interaction	 nécessite	 la	
présence	de	ZapA	et	de	FtsZ.	En	effet,	MatP	ne	peut	interagir	avec	ZapB	que	lorsque	celle-ci	
est	associée	au	divisome,	et	son	association	au	divisome	nécessite	la	présence	de	ZapA	(Figure	
39).	 L’absence	de	 ZapB	 influence	 le	 retard	de	 ségrégation	de	 la	 région	 ter	 et	 l’ancrage	 au	
septum	de	division,	mais	n’a	pas	de	conséquence	sur	 la	 condensation	de	 ter	 (Espéli	et	al.,	
2012).		
	
L’ancrage	 de	 la	 région	 Ter	 au	 niveau	 de	 l’anneau	 Z	 nécessite	 la	 chaine	 d’interaction	
suivante	:	ADN-MatP-ZapB-ZapA-FtsZ.	Cette	chaine	d’interaction	est	appelée	«	Ter	Linkage	»	
(Männik	and	Bailey,	2015),	et	seuls	les	composants	côte	à	côte	dans	cette	chaine	d’interaction	



























oriC.	 Il	 a	été	proposé	que	 le	complexe	MukBEF/oriC	 joue	un	 rôle	dans	 la	 localisation	de	 la	
région	origine	avant	et	après	réplication	(Badrinarayanan	et	al.,	2012a),	ainsi	qu’un	rôle	dans	
le	recrutement	de	la	TopoIV	dans	cette	région	du	chromosome	(Nicolas	et	al.,	2014).	Un	focus	










stable	 de	 MukBEF	 au	 niveau	 de	 l’origine	 de	 réplication	 oriC.	 Par	 contre,	 le	 faible	 niveau	
d’hydrolyse	 de	 l’ATP	d’un	mutant	MukBEQ	 est	 suffisant	 pour	 une	 association	 du	 complexe	
MukBEQEF	avec	la	région	ter,	mais	insuffisant	pour	la	fixation	avec	oriC,	qui	nécessite	des	cycles	
de	 fixation	 et	 d’hydrolyse	 d’ATP.	 De	 plus,	 une	 interaction	 physique	 directe	 a	 été	mise	 en	
évidence	 entre	 le	 domaine	 «	 hinge	 »	 de	 MukB	 et	 la	 protéine	 MatP,	 fixée	 sur	 ses	 sites	
matS	(Nolivos	et	al.,	2016).	
	 -	139	-	
	 Le	 fait	 que	 le	 complexe	 MukBEF	 colocalise	 uniquement	 avec	 la	 région	 origine	 en	





MukBEQEF,	 il	 n’est	 pas	 dissocié	 de	 la	 région	 ter	 par	MatP	 (Nolivos	 et	 al.,	 2016).	 Cela	 peut	
s’expliquer	 par	 le	 fait	 que	 son	 activité	 d’hydrolyse	 de	 l’ATP	 est	 réduite	 et/ou	 par	 des	
différences	architecturales	entre	les	complexes	MukBEF	et	MukBEQEF.	On	ne	sait	pas	à	l’heure	





L’interaction	de	MukB	avec	 la	sous-unité	ParC	de	 la	TopoIV	n’est	pas	dépendante	de	 la	
localisation	de	MukB.	En	effet,	MukB	colocalise	toujours	avec	ParC,	en	présence	ou	en	absence	
de	MatP	(Nolivos	et	al.,	2016).	Cela	signifie	donc	que	MatP,	en	favorisant	la	dissociation	de	





































endroits	 du	 chromosome,	 avec	 une	 préférence	 pour	 la	 région	 ter.	 Cette	 association	 au	
chromosome	nécessite	l’hydrolyse	d’une	molécule	d’ATP.	Au	niveau	de	la	région	ter,	MatP	est	
fixée	aux	sites	matS.	Une	interaction	directe	entre	MatP	et	 le	domaine	«	hinge	»	de	MukB	



















cohésion	 post-réplicative	 étendue	 serait	 nécessaire	 à	 la	 coordination	 entre	 les	 dernières	



































court	 linker	 flexible.	 Cependant,	 les	 structures	 des	 sous-domaines	 g	 d’E.	 coli	 et	 de	
Pseudomonas	 aeruginosa	 ont	 été	 résolues	 par	 RMN	 (Sivanathan	 et	 al.,	 2006).	 Le	 sous-














un	 changement	 de	 conformation	 des	 deux	 sous-unités	 a	 et	 b.	 C’est	 ce	 changement	 de	
conformation	qui	pourrait	être	à	l’origine	de	la	translocation	de	l’ADN.	Deux	modèles	ont	été	
proposés	 pour	 expliquer	 la	 translocation	de	 l’hexamère	 sur	 l’ADN.	 Les	 deux	modèles	 sont	
















contacte	 l’ADN	 via	 son	 sous-domaine	 a	 et	 un	 nouveau	 cycle	 de	 translocation	 reprend.	






molécule	 d’ADN.	 Les	 étapes	 de	 fixation,	 d’hydrolyse	 de	 l’ATP	 et	 de	 relargage	 de	 l’ADP	






















- FtsK	 serait	 capable	 de	 se	 charger	 sur	 n’importe	 quelle	 molécule	 d’ADN	 et	 de	
commencer	à	transloquer.	Lors	de	la	translocation,	FtsK	reconnaît	les	KOPS	placés	en	





- Les	 KOPS	 seraient	 des	 sites	 préférentiels	 de	 chargement	 de	 FtsK,	 ce	 qui	 permet	
d’orienter	la	translocation	de	FtsK	dès	son	chargement	dans	la	direction	oriC	vers	dif.	




























Pour	 cela,	 la	 fréquence	 d’excision	 d’une	 cassette	 dif-lacI-dif	 a	 été	 mesurée	 à	 différentes	
positions	chromosomiques.	Comme	la	recombinaison	spécifique	de	site	XerCD	entre	les	deux	




























que	 (i)	 FtsK	 soit	 capable	 de	 transloquer	 l’ADN	 et	 que	 (ii)	 la	 translocation	 soit	 orientée	 en	
















nouvellement	 répliquées	 sont	 maintenues	 au	 centre	 de	 la	 cellule	 grâce	 aux	
interactions	MatP-ZapB	et	sont	maintenues	dans	un	état	de	cohésion	et	de	compaction	
important	 grâce	 aux	 interactions	 MatP-MatP	 entre	 2	 sites	 matS	 sur	 deux	
chromosomes	 différents	 ou	 entre	 2	 sites	 matS	 sur	 le	 même	 chromosome	
respectivement.			
	













- Cette	 translocation	 de	 l’ADN	 par	 FtsK	 en	 direction	 du	 site	 dif	 va	 chasser	
progressivement	MatP	des	sites	matS.	Cela	va	avoir	pour	conséquence	un	relâchement	
progressif	 de	 la	 cohésion	 et	 de	 la	 compaction	 des	 deux	 régions	 ter	 dues	 aux	
















recombinaison	 homologue	 fait	 intervenir	 un	 intermédiaire	 de	 réaction	 :	 une	 jonction	 de	
Holliday.	La	résolution	de	cette	jonction	de	Holliday	par	le	complexe	RuvABC	peut	se	faire	dans	




















un	 système	 de	 recombinaison	 spécifique	 de	 site	 XerCD,	 qui	 agit	 au	 niveau	 du	 site	 dif,	 et	
catalyse	une	réaction	d’échange	de	brin	entre	les	deux	chromatides.		
La	 recombinaison	 XerCD/dif	 fait	 intervenir	 deux	 recombinases	 à	 tyrosine	 de	 298	 aa	
chacune	 :	XerC	et	XerD	ainsi	qu’un	site	de	recombinaison	de	28	pb	 :	 le	site	dif	 (voir	partie	
1.2.1).	Le	site	dif	possède	deux	bras	de	 fixation	de	11	pb	pour	XerC	et	XerD	et	une	région	
centrale	 de	 6	 pb	 où	 a	 lieu	 la	 réaction	 d’échange	 de	 brins.	 La	 réaction	 de	 recombinaison	
nécessite	4	monomères	de	recombinases	(2	monomères	XerC	et	2	monomères	XerD)	et	2	sites	
dif,	qui	s’assemblent	en	un	complexe	appelé	synapse	de	recombinaison.	Dans	cette	synapse,	






















A	 l’inverse,	en	présence	de	FtsK,	 le	premier	couple	actif	est	 le	couple	de	recombinases	
XerD.	 La	 jonction	 de	 Holliday	 ainsi	 formée	 peut	 être	 résolue	 par	 le	 second	 couple	 de	
recombinases	XerC,	indépendamment	de	FtsK	(Aussel	et	al.,	2002;	Massey	et	al.,	2004).	Cela	


































De	plus,	une	 interaction	physique	entre	 le	domaine	C-terminal	de	FtsK	et	 la	sous-unité	
ParC	de	la	TopoIV	a	été	mise	en	évidence	par	une	approche	de	double	hybride	(Espéli	et	al.,	
2003a).	 Cette	 interaction	 stimule	 l’activité	 de	 décaténation	 de	 la	 TopoIV	 in	 vitro,	
indépendamment	de	la	capacité	de	translocation	de	FtsK	(Bigot	and	Marians,	2010;	Espéli	et	
al.,	2003a).	Cela	suggère	que	la	stimulation	n’est	pas	due	à	un	changement	de	conformation	
de	 l’ADN	provoqué	par	 la	 translocation	de	FtsK	sur	 l’ADN	qui	créé	un	substrat	préférentiel	
pour	la	TopoIV	mais	à	un	autre	mécanisme	encore	inconnu.		
	
Le	 fait	 que	dif	 et	 le	 domaine	 C-terminal	 de	 FtsK	 soient	 essentiels	 à	 la	 stabilisation	 du	
mutant	possédant	l’allèle	parEts	(mutation	thermosensible)	par	une	surproduction	de	DnaX	


















2014).	 L’anneau	 Z,	 dans	 ces	 conditions-là,	 co-localise	 avec	 le	 centre	 du	 nucléoïde,	 et	 plus	
particulièrement	avec	la	région	ter	du	chromosome.	La	colocalisation	de	l’anneau	Z	avec	le	












































ne	 possède	 pas	 de	 système	 ParABS	 pour	 la	 ségrégation	 d’oriC).	 La	 grande	 majorité	 des	
systèmes	ParABS	chromosomiques	ne	sont	pas	essentiels	à	la	ségrégation	des	chromosomes.	
Les	 systèmes	 ParABS	 sont	 des	 systèmes	 à	 3	 composants	 constitués	 :	 (i)	 d’une	 séquence	
centromérique	parS,	(ii)	d’une	protéine	de	liaison	à	l’ADN	ParB	et	(iii)	d’une	protéine	moteur	
ParA.	Une	protéine	ParB	va	reconnaître	spécifiquement	son	propre	site	parS,	puis	d’autres	






nous	avons	utilisé	deux	systèmes	Par	différents	 :	 le	système	Par	du	bactériophage	P1	et	 le	
système	 Par	 du	 plasmide	 pMT1.	 Les	 séquences	 parSp1	 et	 parSpMT1	 sont	 introduites	 à	
différentes	 position	 sur	 le	 chromosome	 par	 différentes	 techniques	 de	 transgénèses.	 Ces	
séquences	 sont	 reconnues	 par	 les	 protéines	 de	 fusion	 ParBp1-GFP	 et	 ParBpMT1-mCherry	
(Figure	46).	 Il	a	précédemment	été	décrit	que	le	système	parSp1/ParBp1	induisait	une	sur-











avec	un	parSpMT1,	nous	utilisons,	en	plus	de	 la	 fusion	gfp::parBp1	 sous	 la	dépendance	du	
promoteur	 pLac	 chromosomique,	 une	 fusion	mCherry::parBpMT1	 placée	 sur	 un	 plasmide	
dérivé	du	pLN135	(origine	de	réplication	thermosensible	dérivée	de	pSC101,	faible	nombre	de	
copies,	 Figure	 46),	 sous	 la	 dépendance	 de	 la	 région	 promotrice	 de	 l’opéron	 lac,	 avec	 les	



























(Nikon®)	 avec	 un	 objectif	 à	 immersion	 100x	 plan	 apochromatique	 avec	 une	 ouverture	
numérique	 de	 1,45.	 La	 source	 lumineuse	 est	 une	 lampe	 à	 LED	 (Lumencor®)	 à	 intensité	
réglable.	 Les	 filtres	 utilisés	 sont	 les	 filtres	 FITC	 et	mCherry.	 Chaque	 échantillon	 est	 excité	















de	manière	 automatique,	 grâce	 à	 la	 reconnaissance	des	 contours	des	 cellules.	 La	 fonction	
utilisée	pour	lancer	MicrobeTracker	est	la	fonction	>MicrobeTrackerS.	L’algorithme	utilisé	
pour	 la	 détermination	 des	 contours	 est	 l’algorithme	 alg4ecoli2	 (disponible	 sur	 le	 site	 de	








Après	 avoir	 analysé	 la	 totalité	 des	 images	 chargées,	MicrobeTracker	 génère	 un	 fichier	
«	meshes	»	contenant	les	contours	des	cellules	et	toutes	les	informations	rattachées.			
Grâce	à	la	fonction	>exportcells2xls	il	est	possible	d’exporter	les	données	générées	















Le	 système	 de	 double	 localisation	 parS/ParB-XFP	 permettant	 de	 visualiser	 des	 foci	 en	
microscopie	optique	à	fluorescence,	j’ai	utilisé	le	logiciel	libre	SpotFinderM	(appartenant	à	la	
suite	MicrobeTraker),	 qui	 permet	 de	 détecter	manuellement	 les	 spots,	 après	 avoir	 chargé	
l’image	du	signal	GFP	ou	mCherry,	ainsi	que	le	fichier	«	meshes	»	généré	par	MicrobeTracker.	
Après	 avoir	 lancé	 SpotFinder	 avec	 la	 fonction	 >SpotFinderM,	 et	 chargé	 les	 fichiers	
nécessaires	(Figure	47B),	une	nouvelle	fenêtre	permet	de	faire	défiler	les	cellules	une	par	une,	



























un	grand	nombre	de	 cellules,	 et	d’obtenir	un	grand	nombre	de	données	brutes,	qu’il	 faut	
ensuite	 analyser.	 De	 plus,	 lorsque	 l’on	 fait	 l’analyse	 avec	 MicrobeTracker	 puis	 avec	





Je	 me	 suis	 rapidement	 aperçue	 que	 l’analyse	 manuelle	 ne	 permettait	 pas	 d’extraire	
rapidement	et	simplement	les	informations	dont	nous	avions	besoin,	et	qu’il	n’existait	pas	de	
scripts	répondant	à	nos	attentes.	En	collaboration	avec	Alain	Kamgoué,	 ingénieur	d’études	













































































les	 deux	 distributions	 de	 taille,	 le	 script	 permet	 tout	 d’abord	 de	 générer	 les	 courbes	 des	
fréquences	cumulées	croissantes	en	fonction	de	la	taille	des	cellules	(en	pixel).		
	
Ensuite,	 le	 script	 permet	 de	 réaliser	 un	 test	 d’ajustement	 statistique	 de	 Kolmogorov-
Smirnov	de	type	2	(KS-2).	Ce	test	permet	de	comparer	une	distribution	contre	une	autre,	en	
mesurant	 l’écart	 maximum	 entre	 deux	 fonctions	 de	 répartition	 empirique	 (valeur	 d).	


































l’orientation	 du	 chromosome	 en	 présence	 ou	 en	 absence	 de	 MatP,	 principalement	 en	
microscopie	optique	à	 fluorescence.	Cela	nous	 a	permis	de	mettre	en	évidence	que	MatP	
n’impactait	 pas	 uniquement	 la	 ségrégation	 et	 la	 localisation	 de	 la	 région	 terminale	 du	
chromosome,	mais	 influençait	aussi	 l’orientation	et	 la	 localisation	globale	du	chromosome.	
Nous	 avons	 ensuite	 regardé	 quelles	 pouvaient	 être	 les	 conséquences	 d’un	 mauvais	
positionnement	 du	 chromosome.	Nous	 avons	montré	 qu’en	 absence	 de	MatP,	 le	mauvais	
positionnement	du	chromosome	provoque	un	retard	de	division	cellulaire,	dû	à	la	présence	
du	facteur	d’occlusion	par	le	nucléoïde	SlmA	au	centre	de	la	cellule,	à	la	fin	de	la	réplication.	
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Faithful cell proliferation requires that at least one copy of the genome is transmitted to 
sister cells prior to cell division. A tight spatial and temporal coupling of chromosome 
segregation with cell division is thus required. Bacteria lack described mitosis apparatus and 
associated chromosome segregation checkpoints found in eukaryotes. Positioning of the 
chromosomes in pre-divisional cells is nevertheless accurate and the assembly of the cell 
division apparatus, the divisome, tightly controlled in time and space. Despite significant recent 
advances, the way these two processes are controlled and integrated remains partly understood. 
  
In Escherichia coli as in most bacteria studied to date, chromosome replication occurs in 
the mid-cell zone, i.e., where the division septum will assemble (Wang et al., 2013). The early-
replicated regions do not separate right after replication but remain juxtaposed. They then split 
and migrate towards the cell poles as part of a dramatic restructuration of the nucleoid called 
nucleoid splitting (Bates and Kleckner, 2005). Although different sister chromosome 
conformations may be adopted (Kleckner et al., 2014), the distance between sister loci 
decreases with increasing distance from the replication origin on the genetic map as a general 
tendency. Thus, in cell harbouring fully replicated sister chromosomes and about to divide (pre-
divisional cells), origins regions (ori) are located towards cell poles whereas the opposite 
terminus regions (ter) stay closest to mid-cell. This ori-ter chromosome orientation appears 
primarily dictated by ParABS systems, acting in the ori region in Caulobacter Crescentus, 
Bacillus subtilis and Vibrio cholerae (David et al., 2014; Le et al., 2013; Wang et al., 2015). E. 
coli, however, lacks a described chromosomal ParABS system. On the other hand, functions 
specific of the ter region are also crucial for chromosome dynamics. These functions have been 
mostly studied in E. coli. The E. coli ter region contains matS sites at which the MatP protein 




two matS sites (Dupaigne et al., 2012). It also interacts with the divisome-associated ZapB 
protein (Espéli et al., 2012) and with the MukBEF condensing complex (Nolivos et al., 2016). 
The respective and overlapping roles of these different interactions are still to be precisely 
established. It is nevertheless clear that together they: (i) self-condense the ter region; (ii) keeps 
the ter regions juxtaposed at mid-cell during the post-replicative period (Männik et al., 2016); 
(iii) control the segregation of sister ter regions and couple it to cell division by modulating the 
activities of TopoIV (Nolivos et al., 2016) and FtsK (Stouf et al., 2013). 
	 	
In Escherichia coli, the divisome precisely assembles at mid-cell, driven by the assembly 
of FtsZ polymers (Tsang and Bernhardt, 2015) (Rico et al., 2013) (Monahan et al., 2014). This 
localisation is primarily controlled by two mechanisms. The Min system patterns the rod cell 
periphery to prohibit divisome assembly near the cell poles. The SlmA protein inhibits divisome 
assembly over the chromosome in a process called nucleoid occlusion (Bernhardt and de Boer, 
2005). SlmA binds specific sites, the SBS, scattered around the chromosomes (Tonthat et al., 
2011)(Cho et al., 2011). Although the mechanism used remains controversial, it is clear that 
SlmA inhibit the formation of the FtsZ polymers required for cytokinesis and that this activity 
is largely stimulated by its binding to SBS sites (Cho and Bernhardt, 2013; Cho et al., 2011; Du 
and Lutkenhaus, 2014; Tonthat et al., 2011, 2013). SBS are absent from the ter region, which 
certainly helps to move them away from mid-cell during normal chromosome segregation. 
Indeed, sister ter regions show higher post-replicative co-localisation and are the only 
chromosome part located in the mid-cell area in cells about to divide. Their segregation depends 
on divisome assembly, in particular of activation of the FtsK protein and this process requires 
MatP (Stouf et al., 2013). Consistent with DNA-bound SlmA exclusion from mid-cell at this 
step is also the absence of division inhibition by dimeric chromosomes of which the ter regions 
cross the septal plane (Hendricks et al., 2000). 
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 In this paper, we show that MatP is required for normal positioning and orientation of 
the whole chromosome in pre-divisional E. coli cells. Defects in chromosome positioning and 








Results and discussion 
Chromosome	segregation	pattern	in	D(matP) strains	
Defects	 in	 chromosome	 positioning	may	 be	 due	 to	 perturbed	 replication,	 segregation	
pattern	 (i.e.,	 the	 relative	 segregation	 times	of	 the	different	 chromosome	 regions)	or	post-
replicative	 positioning	 (i.e.,	 the	 "home	 position"	 of	 the	 chromosome	 regions	 after	































co-localisation	of	sister	non-ter	 loci,	 rather	 than	effective	modification	of	 their	segregation	
times	(see	below).	We	conclude	that	inactivation	of	MatP	has	only	moderate	effects	on	the	
segregation	 times	 of	 non-ter	 loci.	 This	 confirms	 previously	 published	 data	 obtained	 using	
single	tagged	loci	(Mercier	et	al.,	2008).	
	








MatP	 excluding	 the	 non-ter	 regions	 from	 the	 mid-cell	 area.	 We	 measured	 the	 interfocal	
distances	between	sister	foci	and	corrected	them	by	individual	cell	lengths	to	account	for	the	







The	 inter-focal	 distance	 between	 sister-foci	 rose	 in	 the	 case	 of	 the	 ydgJ	 locus	 but	
decreased	in	the	cases	of	ilvA	and	ybhJ	loci	in	absence	of	MatP	(Fig.	S1).	The	interfocal	distance	
between	 sister	 betT	 loci	 did	 not	 decrease	 but	 rose	 slightly	 in	D(matP)	 cells,	 suggesting	 a	









tendency	of	 the	ydgJ	 locus	 to	be	closer	 from	mid-cell	 than	 the	non-ter	 loci	 (Fig.	S2B).	This	
tendency	 was	 inverted,	 yet	 remained	 moderate	 in	 D(matP)	 cells.	 In	 contrast,	 most	 pre-
divisional	cells	harbouring	three	(two	foci	of	the	non-ter	 locus	and	one	of	ydgJ)	or	four	foci	
(two	foci	of	each	locus)	had	ydgJ	closest	from	mid-cell	than	the	non-ter	 loci.	This	preferred	




















scored	 (Methods,	 Fig.	 3A).	 The	 resulting	 pattern	was	 strikingly	 different	 than	 the	 pattern	
observed	 in	 the	 wild	 type	 strain.	 All	 loci	 tested	 displayed	 equivalent	 recombination	
frequencies,	showing	they	all	interacted	with	divisome-borne	FtsK	equally	(Fig.	3B).	MatP	thus	
restrict	 FtsK	 activity	 to	 the	 ter	 region.	 In	 absence	 of	 MatP,	 other	 chromosome	 regions,	
normally	 excluded	 from	mid-cell	 in	 dividing	 cells	 gain	 access	 to	 the	 divisome.	 This	 result	
confirms,	using	a	functional	assay,	the	loss	of	chromosome	orientation	in	D(matP)	strains.	
 
Inactivation of MatP causes cell division inhibition by SlmA 
The	 fact	 that	 chromosome	 orientation	 is	 lost	 in	 pre-divisional	 cells	 may	 provide	 an	
explanation	 to	 the	 division	 defect	 observed	 in	D(matP)	 strains	 (Mercier	 et	 al.,	 2008).	We	
hypothesized	that	nucleoid	occlusion	mediated	by	the	SlmA	protein	may	delay	or	block	cell	
division	in	response	to	chromosome	miss-orientation.	To	verify	this	hypothesis,	we	deleted	










slightly	 longer	 than	 wt	 in	 synthetic	 medium.	 This	 opposite	 effect	 may	 be	 explained	 by	
differences	 in	 FtsZ	 levels	 and	 in	 chromosome	 dynamics	 in	 these	 growth	 conditions.	 In	
synthetic	medium,	the	main	role	of	SlmA	would	be	to	make	FtsZ	available	to	the	septal	ring	
(Tonthat	et	al.,	2013),	whereas	in	rich	medium,	nucleoid	occlusion	would	act	in	normal	cell	


































patterns	 (A	 in	 Fig.	 5	 and	 S4)	were	 found	most	 preferentially	 in	 the	D(matP)	 strain.	 These	
include	 patterns	 with	 asymmetrically	 split	 nucleoids	 (Fig.	 5A)	 and	 other	 with	 asymmetric	
position	of	 the	whole	nucleoid	 (Fig.	 S4A).	Again,	 the	 two	 fusion	proteins	 shown	 the	 same	




















or	 other	means	 (Fig.	 6A).	 Consistent	with	 this	 view,	 inactivation	 of	 SOS	 induction	 using	 a	
lexAInd-	mutation	or	inactivation	of	the	SOS-induced	division	inhibitor,	SfiA,	did	not	supress	the	
cell	size	increase	due	to	MatP	inactivation	(Fig.S4).	SOS	induction	was	also	barely	detectable	











a	 higher	 sensitivity	 than	wt	 to	 type	 II	 topoisomerase	 inhibitors	 (Sayyed	 et	 al.,	 2016).	 This	
involves	 higher	 requirement	 for	 TopoIV	 activity	 in	 D(matP)	 compared	 to	 wt	 strains	 for	
decatenation	of	sister	chromosomes	(Nolivos	et	al.,	2016;	Sayyed	et	al.,	2016).	The	D(slmA)	
strain	was	also	slightly	more	sensitive	than	wt	to	novobiocin	(Figure	6B).	This	suggests	a	higher	
requirement	 for	 coupling	 chromosome	 segregation	 with	 cell	 division	 when	 chromosome	







mutants.	 This	 again	 points	 to	 a	 special	 role	 for	 SlmA-mediated	 coupling	 between	
chromosome	 segregation	 and	 cell	 division	 when	 segregation	 is	 delayed	 and/or	 inhibited.	














mediated	 by	 miss-positioned	 DNA-bound	 SlmA	 proteins.	 In	 other	 bacteria,	 chromosome	
orientation	has	been	reported	to	depend	on	ParABS	systems,	acting	in	the	replication	origin	
region.	 These	 systems	 promote	 the	 loading	 of	 SMC	 complexes	 acting	 to	 align	 the	 two	






may	 also	 exclude	 the	 non-ter	 regions	 from	 mid-cell	 via	 its	 self-interacting	 and/or	 ZapB-
interacting	activities,	 for	example	by	 creating	a	 steric	hindrance	due	 to	 folding	of	 the	Ter-

























to	 OD600=0.4	 before	microscope	 slides	mounting.	 IPTG	 (200µM)	was	 eventually	 added	 1h	
before	mounting.	Cells,	after	possible	washing	in	M9	1x,	were	applied	to	a	1%	agarose	slide	
and	places	in	the	microscope	temperature	controlled	box	at	30°C	before	observation	on	an	
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de	MatP,	 dans	 les	 cellules	 avec	 un	 seul	 focus,	 les	 foci	 ont	 une	 localisation	 diffuse	 dans	 la	
cellule,	entre	 la	position	0,2	et	 la	position	0,8,	dans	 les	 cellules	de	 taille	 inférieure	à	3µm.	













de	 plus	 de	 3µm	 avec	 un	 seul	 focus	 (seulement	 10%	 des	 cellules	 à	 1	 focus	 ont	 une	 taille	



















Même	si	 les	différences	entre	 les	 souches	 sauvages	et	 les	 souches	matP-	ne	 sont	pas	 très	
prononcées,	pour	 les	souches	avec	un	locus	marqué	en	dehors	de	ter,	on	constate	tout	de	









Pour	 les	 cellules	 avec	2	 foci	 cette	 fois-ci,	 la	différence	de	 localisation	des	 foci	pour	 les	
souches	 avec	 un	 locus	 marqué	 dans	 Ori,	 NS-Right	 ou	 Right	 (Figure	 50B,	 C	 et	 D)	 est	 plus	
frappante	;	en	particulier	pour	la	souche	avec	un	locus	marqué	dans	la	région	Ori.	Les	nuages	
de	 points,	 comme	 les	 histogrammes	 présentés	 dans	 le	manuscrit	 (figure	 2	 du	manuscrit),	
permettent	de	mettre	en	évidence	un	changement	de	localisation	des	loci	en	dehors	de	ter,	
après	réplication	et	ségrégation,	en	absence	de	MatP.	Alors	qu’en	présence	de	MatP,	peu	de	
foci	sont	 localisés	au	centre	de	 la	cellule,	entre	 les	positions	0,4	et	0,6	 (8%	pour	 la	souche	
marquée	dans	Ori,	16%	pour	la	souche	marquée	dans	NS-Right	et	21%	pour	la	souche	marquée	
dans	 Right),	 on	 constate	 une	 présence	 plus	 fréquente	 des	 foci	 au	 centre	 de	 la	 cellule	 en	











Ces	 résultats	 complémentaires	 confirment	 le	 fait	 que	 MatP	 est	 impliquée	 dans	 le	


















Afin	 de	 compléter	 les	 résultats	 ci-dessus,	 nous	 avons	 calculé	 les	 distances	 interfocales	
entre	 les	 foci	 frères	 (donc	uniquement	dans	 les	cellules	avec	deux	 foci)	 (Figure	51	gauche)	
dans	une	souche	sauvage	et	dans	une	souche	matP-.	Afin	de	compenser	l’accroissement	de	
taille	 des	 cellules	 en	 absence	de	MatP,	 nous	 avons	 aussi	 calculé	 les	 distances	 interfocales	
relatives,	 en	 divisant	 la	 distance	 interfocale	 en	 µm	 par	 la	 taille	 de	 la	 cellule	 en	 µm,	 pour	
chacune	des	cellules	avec	deux	foci	(Figure	51	droite).		
	









le	 locus	 marqué	 et	 oriC	 est	 perdue.	 En	 effet,	 on	 constate	 une	 diminution	 de	 la	 distance	
interfocale	médiane	pour	les	foci	dans	Ori	et	Right	(1,07µm	soit	0,26µm	de	moins	pour	Ori	et	















Concernant	 le	 locus	 dans	 ter	 (Figure	 51D),	 l’augmentation	 de	 la	 distance	 interfocale	



















cellulaire	 est	moins	 précis	 que	 pour	 le	 reste	 du	 chromosome.	 Cette	 région	 ayant	 déjà	 un	
















marqué	avec	 le	parSp1	mais	pas	 le	 locus	dans	 la	région	ter,	marqué	avec	 le	parSpMT1	 (les	
cellules	avec	2	foci	GFP	et	1	seul	focus	mCherry),	on	constate	que	les	distances	interfocales	
réelles	 et	 relatives	 diminuent	 lorsque	 la	 distance	 génétique	 entre	 les	 deux	 loci	 marqués	


































Nous	 savons	 que	 MatP	 est	 nécessaire	 à	 la	 localisation	 de	 la	 région	 terminale	 du	
chromosome	au	centre	de	la	cellule,	à	la	fin	du	cycle	cellulaire,	mais	aussi	à	la	compaction	de	
la	 région	 ter,	 ainsi	 qu’au	 retard	 de	 ségrégation	 de	 cette	 région.	 Nous	 nous	 sommes	 donc	




du	 site	 parSp1	 existant.	 A	 cette	 distance,	 on	 peut	 considérer	 que	 la	 ségrégation	 et	 la	
localisation	 du	 site	 parSp1	 reflète	 la	 ségrégation	 et	 la	 localisation	 du	 ou	 des	 sites	matS	
déplacés.		





















de	3,01µm	pour	une	 souche	matP-),	due	à	un	 retard	de	division	 cellulaire.	Nous	avons	vu	
précédemment	que	le	retard	de	division	cellulaire	étant	dépendant	de	la	présence	de	SlmA,	





région	 Right	 (locus	 modC),	 toujours	 en	 condition	 de	 croissance	 lente,	 on	 constate	 une	
augmentation	 de	 la	 taille	 des	 cellules,	 comparée	 à	 la	 souche	 sauvage	 (Figure	 53).	 Cette	
































































réplication	 et	 ségrégation,	 conduisant	 à	 une	 colocalisation	 des	 deux	 loci,	 plutôt	 qu’à	 une	
modification	du	pattern	de	ségrégation	du	chromosome.		
	









































Concernant	 la	 région	 Right	 après	 réplication	 et	 ségrégation,	 on	 observe	 aussi	 une	

































En	 condition	 sauvage	 (Figure	56	barres	blanches),	 la	 région	 terminale	du	 chromosome	
(focus	mCherry)	est,	dans	la	grande	majorité	des	cas,	plus	centrale	que	la	région	Ori	(95%	des	
cellules	avec	2	foci	GFP	et	1	focus	mCherry)	et	que	la	région	Right	(80%	des	cellules	avec	2	foci	




maintien	 de	 la	 région	 terminale	 du	 chromosome	 au	 centre	 de	 la	 cellule	 par	 MatP	 est	
nécessaire	à	 la	 localisation	et	à	 l’orientation	correcte	du	chromosome	dans	 la	cellule.	Pour	
rappel,	 en	 condition	 sauvage,	 dans	 les	 cellules	 pré-divisionnelles,	 le	 chromosome	 a	 une	
orientation	Left-Right-Ter-Left-Right	(Figure	29).		
	
Lorsqu’un	 site	matS	 est	 inséré	 dans	 la	 région	Ori	 (Figure	 56A)	 ou	 dans	 la	 région	Right	




































d’intercaténation.	 En	 effet,	 la	 	 TopoIV	 est	 principalement	 active	 durant	 la	 phase	 post-
réplication	(Espéli	et	al.,	2003b)	et	le	site	dif	apparaît	comme	un	site	de	clivage	préférentiel	
pour	la	TopoIV	(Hojgaard	et	al.,	1999).	De	plus,	un	lien	entre	FtsK	et	la	TopoIV	a	été	mis	en	
évidence	 dans	 différentes	 études	 (Bigot	 and	 Marians,	 2010;	 Espéli	 et	 al.,	 2003a)	 ,	 sans	
toutefois	 réussir	 à	 obtenir	 un	modèle	 clair.	 Ces	 différents	 partenaires,	 ainsi	 que	MatP,	 la	
protéine	 majeure	 d’organisation	 de	 la	 région	 ter	 du	 chromosome,	 interviennent	 tous	 au	
même	moment	du	cycle	cellulaire	(entre	la	fin	de	la	réplication	et	la	division	cellulaire),	dans	



























et	 la	 TopoIV,	 et	 laisse	 supposer	 que	 la	 structuration	 de	 la	 région	 ter	 par	 MatP	 et/ou	 la	
localisation	de	la	région	ter	à	proximité	du	septum	de	division	joue	un	rôle	dans	l’activité	de	
décaténation	de	la	TopoIV.		





pBAD	 chromosomique	 (Figure	 58B),	 inductible	 à	 l’arabinose.	 Après	 avoir	 vérifié	 que	 les	








58A).	 En	 absence	 d’arabinose,	 la	 fuite	 de	 promoteur	pBAD	 ne	 permet	 pas	 de	 restaurer	 la	
viabilité	cellulaire	ni	de	la	souche	DparE	pBAD::parE	ou	ni	de	la	souche	DparC	pBAD::parC.	On	















observe	des	colonies	 isolées	sur	 la	dilution	10-5	pour	parE	et	seulement	sur	 la	dilution	10-4	









Les	 différentes	 souches	 de	 délétion	 (DxerC,	 DxerD,	 Ddif,	 DftsKC	 et	 DmatP)	 ont	 un	
phénotype	 de	 viabilité	 cellulaire	 comparable	 à	 la	 souche	 wt,	 qui	 est	 indépendant	 de	 la	
concentration	en	arabinose	(Figure	60A).		
	















Les	 souches	 parE*	 DxerC,	 parE*	 DxerD	 et	 parE*	 Ddif	 présentent	 une	 efficacité	 de	
formation	 de	 colonies	 plus	 faible	 que	 la	 souche	 parE*,	 à	 concentration	 en	 arabinose	
équivalente	 (Figure	 60B).	 Alors	 qu’à	 partir	 de	 0,2%	d’arabinose,	 on	 restaure	 le	 phénotype	
sauvage	de	la	souche	parE*,	une	concentration	de	2%	d’arabinose	n’est	pas	suffisante	pour	
restaurer	 le	 phénotype	 sauvage	de	 ces	 trois	 souches	de	délétion	 (observation	de	 colonies	
isolées	à	la	dilution	10-3	seulement).		
	








que	 soit	 la	 concentration	d’arabinose,	 on	observe	 une	différence	d’un	 facteur	 10	 entre	 la	
souche	parE*	et	la	souche	parE*	DmatP.		
 
L’ensemble	 de	 ces	 résultats	montrent	 qu’il	 existe	 une	 synergie	 entre	 la	 TopoIV,	 la	
recombinaison	 XerCD/dif	 activée	 par	 FtsK	 et	MatP,	 responsable	 de	 l’organisation	 et	 de	 la	
localisation	de	la	région	ter,	puisque	lorsque	l’on	délète	un	seul	de	ces	composants,	on	observe	
une	 diminution	 de	 la	 viabilité	 cellulaire	 à	 concentration	 égale	 d’arabinose,	 et	 donc	 à	



























Nous	 avons	 ensuite	 regardé	 à	 quelle	 fréquence	 il	 y	 avait	 apparition	 de	 révertants	 en	
fonction	 des	 différentes	 délétions	 (Figure	 61B).	 Pour	 la	 souche	 parE*	 DxerC,	 nous	 avons	
constaté	 l’apparition	de	 révertants	 dans	plus	 de	 la	moitié	 des	 tests	 en	 goutte	 réalisés	 (10	
expériences	sur	16	soit	62,5%	des	expériences).	Pour	les	souches	parE*	DxerD	et	parE*	Ddif,	




Concernant	 les	 expériences	 où	 nous	 n’avons	 pas	 constaté	 l’apparition	 de	 révertants	
caractérisés	par	une	absence	de	réponse	aux	variations	de	concentration	en	arabinose,	il	nous	
est	 impossible	 de	 dire	 si	 nous	 sommes	 en	 présence	 de	 souches	 sans	 mutations	
supplémentaires.	 En	 effet,	 même	 si	 les	 souches	 semblent	 répondre	 toujours	 de	 façon	












entre	 la	 diminution	 de	 la	 quantité	 de	 TopoIV	 dans	 la	 cellule,	 et	 certaines	 des	 délétions	
réalisées.	Pour	pallier	à	cette	co-létalité,	il	y	aurait	une	sélection	positive	des	mutations	dans	
le	promoteur	pBAD,	afin	de	rétablir	une	concentration	normale	et	stable	de	TopoIV.	Même	si	
ce	 test	 en	 goutte	 ne	 nous	 permet	 pas	 d’évaluer	 précisément	 le	 taux	 d’apparition	 de	







0,5%	 dans	 les	 expériences	 présentées),	 ce	 qui	 signifie	 qu’une	 haute	 concentration	 en	
arabinose	ne	 restaure	pas	 la	 croissance	normale	des	 souches	et	permet	une	 sélection	des	
mutations	de	reversion.		
	
De	 plus,	 nous	 n’avons	 pas	 constaté	 d’apparition	 de	 révertants	 pour	 la	 souche	 parE*	






Afin	 de	 pouvoir	 analyser	 de	 manière	 plus	 précise	 les	 conséquences	 des	 différentes	



































Ces	 résultats	 sont	 en	 accord	 avec	 les	 résultats	 préliminaires	 obtenus	 avec	 les	 tests	 en	
goutte	ainsi	qu’avec	le	taux	de	réversion	mesuré	pour	les	différentes	souches.	Cette	méthode	
nous	a	permis	de	mesurer,	de	manière	plus	fine,	les	différences	de	synergie	entre	les	différents	



























































nécessaire	 à	 la	 fixation	 et	 au	 clivage	 de	 la	 TopoIV	 au	 niveau	 du	 site	 dif.	 Le	 fait	 que	 la	
surexpression	du	domaine	C-terminal	de	ParC	réduise	le	clivage	de	la	TopoIV	au	niveau	du	site	






















Nous	 avons	 montré,	 dans	 la	 première	 partie	 de	 ce	 manuscrit,	 que	 MatP	 n’avait	 pas	
seulement	un	rôle	dans	l’organisation	et	la	localisation	de	la	région	terminale	du	chromosome,	
mais	aussi	dans	l’organisation	globale	du	chromosome	dans	les	cellules	pré-divisionnelles.	En	
effet,	nous	avons	constaté	que	 l’absence	de	MatP,	en	plus	de	modifier	 la	 localisation	et	 la	
ségrégation	de	la	région	ter,	modifie	la	localisation	des	autres	régions	du	chromosome.	Cette	























permis	 de	mettre	 en	évidence	 le	 rôle	de	MatP	dans	 la	 délimitation	de	 la	 région	d’activité	
préférentielle	de	Ftsk	(la	FHAR	=	FtsK	High	Activity	Region).	En	effet,	en	présence	de	MatP,	
FtsK	interagit	préférentiellement	avec	une	zone	du	chromosome	de	400	Kb,	comprenant	le	



































étapes	 clefs	 du	 cycle	 cellulaire	 :	 le	 positionnement	 intracellulaire	 du	 chromosome,	 la	












- Lors	 de	 l’initiation	 de	 la	 réplication	 à	 oriC,	 MukBEF	 et	 la	 TopoIV	 restent	




























ADN-MatP-ZapB-ZapA-FtsZ)	semble	 jouer	un	rôle	central	à	 la	 fois	dans	 la	régulation	













C’est	 cette	 activité	 de	 nettoyage	 de	 FtsK	 qui	 permet	 une	 ségrégation	 ordonnée	 et	
	 -	251	-	
progressive	de	la	région	ter,	en	enlevant	progressivement	les	interactions	MatP-MatP	
et	 MatP-ZapB	 qui	 maintiennent	 les	 deux	 régions	 ter	 compactes	 et	 cohésives.	 La	
translocation	 de	 FtsK	 en	 direction	 des	 sites	 dif	 et	 le	 déficit	 de	 TopoIV	 dû	 à	 la	
dissociation	de	MukBEF	de	la	région	ter	par	MatP	entraîneraient	une	accumulation	de	
liens	d’intercaténation	entre	les	deux	chromosomes	frères	à	proximité	du	site	dif.	Le	








un	 nombre	 impair	 d’évènements	 de	 recombinaison	 homologue	 permettant	 la	
réparation	 des	 cassures	 de	 l’ADN.	 La	 résolution	 des	 dimères	 de	 chromosomes	
nécessite	les	recombinases	spécifiques	de	site	XerC	et	XerD,	qui	agissent	au	niveau	du	
site	 dif.	 Le	 sous-domaine	 g	 de	 FtsK	 est	 essentiel	 à	 la	 résolution	 des	 dimères	 de	





- La	 résolution	 des	 liens	 d’intercaténation	 par	 la	 TopoIV	 ainsi	 que	 la	 résolution	 des	
dimères	de	chromosome	par	la	recombinaison	spécifique	de	site	XerCD/dif	activée	par	














L’absence	 de	 MatP	 semble	 avoir	 des	 conséquences	 sur	 le	 positionnement	 global	 et	
l’orientation	 de	 tout	 le	 chromosome,	 et	 pas	 uniquement	 de	 la	 région	 terminale	 du	
chromosome.	 Cette	 désorganisation	 globale	 a	 des	 conséquences	 sur	 la	 ségrégation	 du	




précise	 que	 dans	 la	 souche	 sauvage.	MatP	 étant	 absent,	MukB,	 en	 complexe	 avec	
MukE	et	MukF,	se	localise	préférentiellement	au	niveau	de	la	région	ter,	possédant	des	
sites	matS	 mais	 aussi	 à	 proximité	 d’oriC,	 comme	 dans	 la	 souche	 sauvage.	 MukB	
interagit	 avec	 la	 TopoIV,	 via	 le	 domaine	 C-terminal	 de	 ParC,	 quelle	 que	 soit	 sa	
localisation	dans	la	cellule	(Figure	65A).		
	
- L’absence	 de	MatP	 ne	modifie	 ni	 l’initiation	 de	 la	 réplication,	 ni	 l’élongation	 de	 la	
réplication	(Figure	65B).		
	
- Contrairement	 à	 la	 souche	 sauvage	 où	 la	 région	 ter	 présente	 une	 cohésion	 post-








- Cette	 ségrégation	 précoce	 de	 la	 région	 ter	 semble	 avoir	 pour	 conséquence	 une	
désorganisation	 de	 l’ensemble	 du	 chromosome,	 qui	 se	 traduit	 par	 une	 perte	 de	
l’orientation	du	chromosome	et	une	perte	du	positionnement	précis	du	chromosome	
dans	la	cellule.	Les	régions	non-ter	possèdent	des	sites	SBS,	sur	 lesquels	 la	protéine	








- La	 division	 cellulaire	 ne	 pouvant	 avoir	 lieu,	 la	 cellule	 continue	 à	 s’allonger,	 parfois	
jusqu’à	 former	 des	 filaments	 (cellules	 de	 taille	 supérieure	 à	 7µm	 en	 condition	 de	
croissance	rapide).	Au	bout	d’un	certain	temps,	il	est	possible	que	les	chromosomes	









































(Nolivos	 et	 al.,	 2016),	 suggèrent	 que	 l’orientation	 du	 chromosome	 chez	 E.	 coli	 est	
principalement	contrôlée	par	 la	 région	 terminale	du	chromosome,	et	donc	par	 la	protéine	
MatP,	 qui	 est	 l’acteur	 majeur	 de	 la	 dynamique	 de	 la	 région	 ter.	MatP	 pourrait	 contrôler	
l’orientation	du	chromosome	à	la	fois	(i)	en	excluant	le	complexe	MukBEF	de	la	région	ter,	ce	
qui	favoriserait	son	association	avec	le	reste	du	chromosome,	et	notamment	la	région	origine	










résidus	 impliqués	 dans	 les	 interactions	 avec	MukB,	 ZapB	 ou	 avec	MatP	 elle-même.	 Nous	
savons	que	le	domaine	«	coiled-coil	»	C-terminal	est	impliqué	à	la	fois	dans	la	tétramèrisation	
de	MatP,	essentielle	au	pontage	de	deux	sites	matS	distants	et	donc	à	la	compaction	et	à	la	
cohésion	 de	 la	 région	 ter,	 ainsi	 que	 dans	 les	 interactions	 avec	 ZapB,	 essentielles	 à	 la	









la	 tétramérisation	de	MatP	 (Dupaigne	et	 al.,	 2012).	Cependant,	 le	 remplacement	de	 ces	4	
résidus	hydrophobes	par	4	glycines	ne	permet	plus	la	formation	du	domaine	«	coiled-coil	»,	ce	
qui	a	effectivement	comme	conséquence	d’empêcher	la	tétramérisation	de	MatP,	mais	qui	








































présence	de	SlmA,	un	des	deux	 régulateurs	négatifs	de	 la	mise	en	place	de	 l’anneau	Z,	au	
centre	de	la	cellule,	ce	qui	inhiberait	la	mise	en	place	de	l’anneau	Z	au	futur	site	de	division.	











































et	 al.,	 2016),	 la	 dissociation	 de	 MukBEF	 de	 la	 région	 ter	 par	 MatP	 semble	 avoir	 pour	
conséquence	un	déficit	d’activité	de	la	TopoIV	au	niveau	de	la	région	ter.	Ce	déficit	d’activité	









formés	pendant	 la	 réplication.	 Il	 serait	 intéressant	de	 comparer	 la	durée	de	 la	période	de	
cohésion	post-réplicative	de	loci	dans	les	différentes	régions	non-ter	en	absence	de	MatP	afin	
de	voir	si	la	localisation	préférentielle	de	MukBEF	et	donc	de	la	TopoIV	au	niveau	de	la	région	
ter	 retarde	 le	 relâchement	de	 la	 cohésion	post-réplicative	de	 l’ensemble	du	 chromosome,	
uniquement	de	la	région	Ori,	ou	bien	n’a	aucune	conséquence	sur	la	durée	de	la	période	de	
cohésion	post-réplicative	des	régions	autres	que	la	région	ter.	C’est	en	partie	ce	que	l’on	a	fait	
lorsque	 l’on	 a	 analysé	 la	 ségrégation	 d’un	 locus	 dans	 une	 région	 non-ter	 par	 rapport	 à	 la	
ségrégation	d’un	locus	dans	la	région	ter.	Cependant,	on	sait	que	la	ségrégation	du	locus	dans	
ter	 est	modifiée	en	absence	de	MatP,	 ce	qui	 rend	difficile	 la	 comparaison	entre	 la	 souche	
sauvage	et	la	souche	matP-.	Il	serait	donc	intéressant	de	comparer	la	ségrégation	de	deux	loci	




oriC	et	MukB.	En	effet,	on	sait	que	MukB	est	 impliquée	dans	 la	 localisation	des	oriC	après	
réplication	 aux	 positions	 1/4	 et	 3/4	 de	 la	 cellule,	 et	 que	 l’absence	 de	 MukB	 a	 pour	
conséquence	 une	 localisation	 plus	 polaire	 des	 oriC,	 mais	 on	 ne	 sait	 toujours	 pas	 quel	


















de	 la	 région	 d’insertion	 du	 site	 matS,	 ainsi	 qu’une	 modification	 de	 l’orientation	 du	
chromosome,	au	moins	dans	quelques	cellules.		
	
Ces	 modifications	 de	 l’organisation	 de	 chromosome	 au	 sein	 de	 la	 cellule	 ont	 pour	









présente	 plus	 fréquemment	 au	 centre	 uniquement	 au	 moment	 de	 la	 mise	 en	 place	 de	
l’anneau	 Z	 ou	 non.	De	 plus,	 les	 analyses	 n’étant	 pas	 faites	 en	 vidéo-microscopie,	 nous	 ne	
pouvons	pas	savoir	si	 la	présence	au	centre	de	 la	cellule	est	un	événement	très	transitoire	
dans	la	totalité	des	cellules	de	la	population,	ou	bien	un	événement	stable	uniquement	dans	
une	 partie	 des	 cellules	 de	 la	 population,	 ces	 deux	 hypothèses	 donnant	 le	même	 type	 de	
résultats	en	analysant	une	population	entière	non	synchronisée.		
	 -	261	-	
De	 plus,	 il	 serait	 intéressant	 de	 calculer	 la	 durée	 de	 la	 cohésion	 post-réplicative	 en	
présence	ou	en	absence	d’un	site	matS,	afin	de	voir	si	la	présence	d’un	seul	site	matS	peut	
modifier	 la	 ségrégation	des	 loci	 à	 proximité.	 Si	 la	 période	de	 cohésion-post	 réplicative	 est	
modifiée	 en	 présence	 d’un	 site	matS,	 nous	 allons	 être	 confronté	 de	 nouveau	 à	 un	même	
problème	:	est-ce	que	cette	modification	est	due	à	la	capacité	de	MatP	à	ponter	deux	sites	









a	 les	 mêmes	 conséquences	 que	 l’absence	 de	 MatP	 sur	 l’orientation	 du	 chromosome.	
Cependant,	il	est	difficile	d’envisager	qu’une	seule	molécule	de	MatP	fixée	en	dehors	de	ter	
puisse	avoir	des	conséquences	aussi	 importantes	sur	 l’orientation	globale	de	 la	 totalité	du	










la	 région	NS-Right.	Cette	 région	étant	non	strucutrée	et	présentant	une	 localisation	moins	
bien	 définie	 que	 les	 régions	 Right	 et	 Ori,	 il	 serait	 intéressant	 de	 voir	 quelles	 sont	 les	
conséquences	 de	 l’insertion	 d’un	 site	 matS	 dans	 cette	 région,	 et	 de	 les	 comparer	 aux	









































directe	 in	 vivo	 et	 in	 vitro	 (double	 hybride	 bactérien,	 co-immunoprécipitation,	 pull-down	
assays…).	Si	l’hypothèse	d’une	interaction	directe	entre	la	TopoIV	et	XerC	est	confirmée	par	






Une	 reconstruction	 in	 vitro	 de	 la	 réaction	 de	 décaténation,	 en	 utilisant	 des	 plasmides	
intercaténés	possédant	un	site	dif,	de	la	TopoIV,	XerC,	XerD	et	FtsK	purifiées,	pourrait	nous	
permettre	de	compléter	cette	étude.	Enfin,	une	caractérisation	temporelle	de	la	coupure	de	


























































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































Mechanisms for chromosome segregation
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Bacteria face the problem of segregating their gigantic
chromosomes without a segregation period restricted in time
and space, as Eukaryotes do. Segregation thus involves
multiple activities, general or specific of a chromosome region
and differentially controlled. Recent advances show that these
various mechanisms conform to a ‘‘pair and release’’ rule,
which appears as a general rule in DNA segregation. We
describe the latest advances in segregation of bacterial
chromosomes with emphasis on the different pair and release
mechanisms.
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Introduction
Bacterial chromosomes are giant molecules compared to
the size of the bacterial cells. Chromosome segregation
closely follows replication and may span most of the cell
cycle, starting in young cells and lasting to cytokinesis. It
thus involves various activities differentially controlled in
time and space. Their description is complicated by the
lack of a chromosome compaction step and of defined and
exclusive cell cycle phases in most model bacteria.
Segregation involves two crucial steps: the physical sep-
aration of sister loci, most often detected as the dupli-
cation of fluorescent foci, and their migration to new
cellular locations (home position) in compartments cor-
responding to the future sister cells. In bacteria, these two
steps are usually studied as a single global segregation
step, since loci duplication is quickly followed by their
migration. Here, we review the mechanism for chromo-
some segregation with emphasis on the initial physical
separation of sister DNA strands. Three global mechan-
isms emerge: first, bulk chromosome segregation, which
concerns all sister sequences immediately after replica-
tion; second, separation of the origin regions allowing
initiation of chromosome movements; and third, separ-
ation of the termini regions coupled to cytokinesis.
Bulk chromosome segregation
Like replication, segregation is progressive and follows
the ori to ter axis [1–5]. Loci are thus segregated in their
order of replication. The time separating replication of a
locus from its segregation (cohesion or co-localisation
time) varies depending on the locus position and the
growth conditions [6,7]. Surprisingly, SMC complexes
(MukBEF in Escherichia coli) do not seem primarily
involved in cohesion [7–9]. Indeed, the persistence of
intercatenation links between nascent chromatids
appears as the main cohesion factor [8!!,10,11]. Interca-
tenation links are resolved by a dedicated type 2 topoi-
somerase, TopoIV, which activity is controlled by several
factors, including SeqA in E. coli. SeqA binds hemimethy-
lated DNA behind replication forks, preventing its meth-
ylation. Most recent model of cohesion involves
protection of nascent strands by SeqA (about 300 kb)
inhibiting TopoIV, thus ensuring cohesion [8!!]. Differ-
ential binding of SeqA may explain cohesion variation in
different chromosome regions (i.e. longer in the ori
region, [12]). Dedicated proteins may also participate
in cohesion in specific regions (e.g. MatP, see below).
The global pattern of sister chromosomes restructuration
following migration of loci to their home positions differs
between bacteria [4,5,13]. The main reason for these
differences might originate from the presence and func-
tioning of Par systems (see below). In the absence of Par
system, as in E. coli, the primary determinant for loci
positioning appears to be when and where they are repli-
cated [14,15]. The forces displacing and constraining loci
to their home positions are presently unknown. Current
hypotheses propose that the natural tendency of sister
chromosomes to separate due to entropic forces coupled
to the rebuilding of the local compacted structure of the
DNA may be sufficient [16–19]. In this view, the presence
of self-compacted chromosome domains, as the ones
observed in E. coli [18,20] may help. A generic model for
whole chromosome segregation has been proposed follow-
ing the observation that the replicated E. coli chromosomes
Available online at www.sciencedirect.com
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move by successive jerks [21!!]. It involves tethers that pair
nascent chromatids. Abrupt releases of such tethers due to
increasing strength of newly replicated DNA accumulation
provoke the segregation jerks. This model highlights the
importance of the cohesion step and its timely controlled
release. Regions showing longer cohesion controlled by the
SeqA/TopoIV, the Par/SMC (ori region, see below) or the
MatP/FtsK (ter region; see below) systems are obvious
candidates to act as tether and release systems (Figure 1).
Moving plasmids and chromosomes origins
Most bacterial chromosomes carry ParABS systems,
first discovered in plasmids [22]. These consist of three
components: a centromere site on the DNA, a centromere
binding protein, and a Walker type ATPase.
ParABS systems (Par) have different implications
depending on bacteria and on the replicon type to which
they belong. In bacteria carrying one chromosome, Par
are often dispensable, except in some transition phases
such as the entry in stationary phase [23] or sporulation
[24]. In multi-chromosomal bacteria, they are essential
to ensure an efficient segregation of each replicon
[25,26]. Any case, chromosome-borne  Par stabilize
low-copy number plasmids when introduced on these
latter deprived of their own Par locus, demonstrating
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Models of pair and release mechanism for chromosome segregation. Black lines represent chromosomes; Blue circles indicate proteins with pairing
activities (highlighted as yellow zones). Yellow circles indicate proteins with release activities. (a) The cartoon represents a segment of chromosome
replicating. The R circle represents the replisome at the replication fork with direction of replication indicated. Behind the fork, sister chromatids are
paired due to intercatenation links and SeqA binding to hemimethylated DNA, which prevents TopoIV activity. Dam competes with SeqA and
methylates DNA. This prevents SeqA binding and allows TopoIV to resolve intercatenation links, allowing segregation of sister chromatids (indicated by
the grey arrows). (b) ParABS system. Top panel: four parS sites (two from each sister chromosome) are paired inside a ParB cluster. ParB dimers (blue
circles) bind both specific parS sites (black bars bound by heavy blue circles) and neighbour non-specific sequences (light blue circles). The ParB
cluster is maintained by interactions between ParB dimers. Bottom panel: ParA releases the ParB-dependent pairing by an unknown mechanism,
which requires ATP hydrolysis. Three different mechanisms are currently proposed to explain the subsequent migration and positioning (filament
pulling, diffusion ratchet or DNA relay, see text). (c) MatP/FtsK-dependent ter segregation. MatP pairs sister ter regions, creating a preferred substrate
for FtsK. DNA translocation is activated at the onset of cell division and oriented by KOPS motifs toward dif. Translocation removes MatP from the
DNA, allowing progressive segregation. Dimer resolution is eventually activated when FtsK reaches the XerCD/dif complexes (XerC and D are not
represented). Grey line: cell membrane in the process of septation in the middle and lower pannels; D circle: the divisome; Black line: sister ter regions
of a dimeric chromosome; Black and white square: the dif site; black arrows: KOPS motifs; Yellow hexamers: FtsK with direction of translocation
indicated; Blue circle: MatP dimers.
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that they fully function as active partition systems
[23,27,28].
The Par-mediated active partition process is a positioning
reaction inside the cell, ensuring that partition complexes
assembled on sister centromere sites relocate on each side
of the septal plane before cell division. This positioning
could be either at mid-cell position and quarter-cell
position [29,30], as observed for plasmids [31,32], or at
polar or sub-polar positions in the case of pole-tethered
replication origins [33–35]. The three Par components
always locate near the origin of replication [36], therefore
actively positioning the first replicated DNA region and
orienting segregation of the whole chromosome [33,37].
The parS site nucleates the formation of a partition
complex by binding ParB with high specificity. This
strong interaction is provided by (i) two centromere
binding motifs forming an extended centromere binding
domain [38] and (ii) the involvement of most, if not all, of
the 16 base pairs of parS sites [26,36,39]. Cells contain a
large excess of ParB dimers compared to parS sites
[40,41,42!]. The partition complex contains a large num-
ber of ParB dimers, some bound specifically to parS and
some bound near parS supposedly by lateral spreading
from parS [43–45]. Recent studies pointed out that lateral
ParB spreading in B. subtilis could be limited and partition
complexes would involve cooperative bridging and near-
est-neighbour interactions between ParB dimers [42!,46].
Such partition complex architecture would also explain
the pairing activity of ParB dimers that maintain dupli-
cated parS in close contact.
The release of partition complexes pairing is mediated by
ParA. ParA has a weak intrinsic ATPase activity finely
tuned by synergistic ParB and DNA interactions [47–49].
At least in the case of plasmid, ParB stimulation of ATP
hydrolysis is necessary for the release of partition com-
plexes pairing [50!], but the underlying mechanism is
currently unknown.
In addition to their primary partition activity, Par have
evolved some other functions such as mediating replica-
tion initiation [51] or loading SMCs [52]. The ParB-
mediated recruitment of SMC complexes to the origin
is involved in segregation during fast growth, by con-
straining contiguous ori-proximal DNA segments [53,54].
In supplement to ParABS system, this action is proposed
to draw the origin region in on itself and away from its
sister overcoming factors that maintain origin cohesion
[54,55].
The mechanism driving the bidirectional migration of
partition complex involves ParA activity in a poorly
understood manner. ParA activities are modulated
by ATP binding and hydrolysis [56–58]. In vitro, the
ATP-bound form of some ParAs, from plasmids or
chromosomes, spontaneously forms polymers [59–62].
ParA has an ATP-dependent non-specific DNA binding
activity that is essential for partition [60,62–65]. A key
feature is thus the chromosome itself, as non-specific
DNA mainly takes the form of the nucleoid occupying
most of the cytoplasm. Importantly, ParA undergoes a
slow conformational transition upon ATP binding [65].
This kinetic provides a time-delay switch allowing slow
cycling between the DNA binding and non-binding
forms of ParA, and is responsible of the ParB-stimulated
patterning of ParAs on the nucleoid (reviewed in [55]). On
the basis of these activities, three main models are still
competing: (i) ‘filaments pulling’ partition complexes
through ParA polymerization [62,66], (ii) ‘ParA gradient’
generating the motive force by a diffusion-ratchet mech-
anism [67!!,68!!], or (iii) ‘DNA relay’ in which the DNA-
associated ParA-ATP dimers could serve as transient
tethers that ‘‘relay’’ the partition complex from one
DNA region to another [69].
Coupling segregation to cell division
Segregation of the ter region has been mostly studied in
E. coli. Loci of the ter region replicate at mid-cell [70] and
display an extended cohesion period lasting from termin-
ation of replication to the onset of cytokinesis [71!!]. This
extended cohesion is controlled by the MatP protein,
which binds specific matS sites restricted to a 0.8 Mb ter
region [72]. MatP binds DNA as a dimer and forms
tetramers via its N-terminal and C-terminal domains,
respectively [73!]. Tetramerisation is stimulated by bind-
ing to DNA and pairs remote matS sites. MatP also
interacts with ZapB, a component of the cell division
apparatus, via its C-terminal domain [74!]. While tetra-
merisation of MatP appears important for compacting the
ter region, its interaction with ZapB is involved in the
positioning and the extended cohesion of this region.
The second major player in ter segregation, FtsK, has
been mostly studied for its role in resolution of chromo-
some dimers [75]. FtsK localizes to the division septum
and is essential for cell division through its N-terminal
domain. The C-terminal domain forms a hexameric motor
of the AAA+ family [76] involved in DNA segregation by
translocating DNA of the ter region [77]. Translocation by
FtsK and the related SpoIIIE protein wipes off DNA
binding proteins, including MatP [78,79]. The extreme
C-terminal domain, FtsKg, controls both the transloca-
tion activity and the recombination event required for
resolving chromosome dimers, which is catalysed by the
XerC and XerD recombinases at the dif site (Figure 1c).
FtsKg binds to DNA and imposes the directionality of
translocation by recognizing specific motifs oriented
toward dif , the KOPS [80,81]. Recombination complexes
composed of XerCD hetero-tetramers gathering two dif
sites readily form in absence of FtsK [82,83!]. These
complexes are however inactive and require an inter-
action between FtsKg and XerD to recombine.
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Recent work has revealed that the ter region segregates
following an accurate sequential pattern, dif being the last
chromosome locus to be segregated [71!!]. FtsK and
MatP control this pattern, which occurs independently
of chromosome dimers. Chromosome monomers and
dimers thus segregate along a common pathway into
which MatP promotes cohesion and FtsK translocation
releases it (Figure 1c). In this model, MatP pairs sister ter
regions from replication to the onset of cell division via its
cohesion activity and its interaction with ZapB, allowing
FtsK to interact specifically with this region. Cell division
then activates translocation, potentially by allowing hex-
amerisation [84!!,85]. KOPS-oriented translocation
sequentially releases cohesion by removing MatP, allow-
ing progressive segregation driven by sister chromosome
reconstruction in the newly formed sister cellular com-
partments.
Conclusion
Segregation of bacterial genomes uses both general and
specific ‘‘pair and release’’ mechanisms. The general
mechanism, controlled by temporary cohesion behind
replication forks, certainly applies to all replicons. In this
view, functional homologs of the SeqA/Dam system are
still to be discovered in most bacteria. For specific activi-
ties, different mechanisms may be used depending on the
types of replicons. FtsK is almost ubiquitous in bacteria
and required for segregating both main and secondary
chromosomes but not plasmids, when known. Functional
homologs of MatP certainly exist outside g-Proteobac-
teria and remain to be discovered. On the other hand, Par
systems are essential for plasmid and secondary chromo-
somes segregation, but dispensable or even absent on
main chromosomes. The different requirements for these
systems thus certainly depend on physical features of the
replicons, i.e., size and genome complexity, following
rules that remain to be established.
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Abstract
Catenation links between sister chromatids are formed progressively during DNA replica-
tion and are involved in the establishment of sister chromatid cohesion. Topo IV is a bacte-
rial type II topoisomerase involved in the removal of catenation links both behind replication
forks and after replication during the final separation of sister chromosomes. We have
investigated the global DNA-binding and catalytic activity of Topo IV in E. coli using genomic
and molecular biology approaches. ChIP-seq revealed that Topo IV interaction with the E.
coli chromosome is controlled by DNA replication. During replication, Topo IV has access to
most of the genome but only selects a few hundred specific sites for its activity. Local chro-
matin and gene expression context influence site selection. Moreover strong DNA-binding
and catalytic activities are found at the chromosome dimer resolution site, dif, located oppo-
site the origin of replication. We reveal a physical and functional interaction between Topo
IV and the XerCD recombinases acting at the dif site. This interaction is modulated by
MatP, a protein involved in the organization of the Ter macrodomain. These results show
that Topo IV, XerCD/dif and MatP are part of a network dedicated to the final step of chro-
mosome management during the cell cycle.
Author Summary
DNA topoisomerases are ubiquitous enzymes that solve the topological problems associ-
ated with replication, transcription and recombination. Type II Topoisomerases play a
major role in the management of newly replicated DNA. They contribute to the condensa-
tion and segregation of chromosomes to the future daughter cells and are essential for the
optimal transmission of genetic information. In most bacteria, including the model organ-
ism Escherichia coli, these tasks are performed by two enzymes, DNA gyrase and DNA
Topoisomerase IV (Topo IV). The distribution of the roles between these enzymes during
the cell cycle is not yet completely understood. In the present study we use genomic and
molecular biology methods to decipher the regulation of Topo IV during the cell cycle.
PLOSGenetics | DOI:10.1371/journal.pgen.1006025 May 12, 2016 1 / 22
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Here we present data that strongly suggest the interaction of Topo IV with the chromo-
some is controlled by DNA replication and chromatin factors responsible for its loading to
specific regions of the chromosome. In addition, our observations reveal, that by sharing
several key factors, the DNA management processes ensuring accuracy of the late steps of
chromosome segregation are all interconnected.
Introduction
DNA replication of a circular bacterial chromosome involves strong DNA topology constraints
that are modulated by the activity of DNA topoisomerases [1]. Our current understanding of
these topological modifications comes from extensive studies on replicating plasmids [2, 3]
These studies suggest that positive supercoils are formed ahead of the replication fork, while
precatenanes are formed on newly replicated sister strands. At the end of a replication round,
unresolved precatenanes accumulate in the region of replication termination and are converted
to catenanes between the replicated sister chromosomes. Neither precatenanes or catenanes
have been directly observed on chromosomes but their presence is generally accepted and fail-
ure to resolve them leads to chromosome segregation defects and cell death [4].
Topo IV is a type II topoisomerase formed by two dimers of the ParC and ParE subunits
and is the main decatenase in Esherichia. coli [5]. in vitro, its activity is 100 fold stronger on cat-
enated circles than that of DNA gyrase [6]. Topo IV activity is dependent on the topology of
the DNA substrate; Topo IV activity is strongest on positively supercoiled DNA and has a
marked preference for L-braids, which it relaxes completely and processively. Topo IV can also
unlink R-braids but only when they supercoil to form L-plectonemes [7–9]. In vivo, DNA gyr-
ase appears to have multiple targets on the E. coli chromosome [10–12], whereas Topo IV
cleavage sites seem to occur less frequently [11]. Interestingly, Topoisomerase IV activity is not
essential for replication itself [13] but is critical for chromosome segregation [14]. The pattern
of sister chromatid separation has been shown to vary upon Topo IV alteration, leading to the
view that precatenanes mediate sister chromatid cohesion by accumulating for several hundred
kilobases behind the replication forks keeping the newly replicated DNA together [13, 15]. The
regulation of Topo IV and perhaps the accessibility of the protein to chromosome dimers was
proposed to be an important factor controlling chromosome segregation [15, 16]. Topo IV
activity can be modulated by a number of proteins including MukB and SeqA. MukB, is an
SMC-related protein in E. coli and is reported to bind to the C-terminus of Topo IV [17] to
enhance Topo IV unlinking activities [18, 19]. MukB also appears to be important in favoring
the formation of Topo IV foci (clusters) near the origin of replication [20]. SeqA, a protein
involved in the control of replication initiation, and Topo IV also interact [21]. These interac-
tions may play a role in sister chromatid segregation at the late segregating SNAP regions near
the origin of replication of the chromosome [16].
Beside its role in the resolution of precatenanes, Topo IV is mostly required in the post-rep-
licative (G2) phase of the cell cycle for the resolution of catenation links. Indeed, Espeli et al.
showed that Topo IV activity is mostly observed during the G2 phase, suggesting that a number
of catenation links persist after replication [22]. Recent cell biology experiments revealed that
in G2, the terminal region (ter) opposite oriC segregates following a specific pattern [23–25].
Sister ter regions remain associated from the moment of their replication to the onset of cell
division. This sister-chromosome association is mediated by the Ter macrodomain organizing
protein, MatP [26]. At the onset of cell division, the FtsK DNA-translocase processes this
region, releasing the MatP-mediated association. This process ends at the dif site, when the
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dimeric forms of the sister chromosomes are resolved by the XerC and XerD recombinases. A
functional interaction between the MatP/FtsK/XerCD-dif system and Topo IV has long been
suspected. FtsK interacts with Topo IV, enhancing its decatenation activity in vitro [27, 28]
and the dif region has been reported as a preferential site of Topo IV cleavage [29]. This func-
tional interaction has been poorly documented to date and is therefore remains elusive.
In this study we have used genomic and molecular biology methods to characterize Topo IV
regulation during the Escherichia coli cell cycle on a genome-wide scale. The present work
revealed that Topo IV requires DNA replication to load on the chromosome. In addition, we
have identified two binding patterns: i) regions where Topo IV binds DNA but is not engaged
in a cleavage reaction; ii) numerous sites where Topo IV cleavage is frequent. We show that
Topo IV-mediated removal of precatenanes is influenced by both local chromatin structure
and gene expression. We also demonstrate that at the dif site, Topo IV cleavage and binding
are enhanced by the presence of the XerCD recombinase and the MatP chromosome-structur-
ing factor. The enhancement of Topo IV activity at dif promotes decatenation of fully repli-
cated chromosomes and through interaction with other DNA management processes, this
decatenation ensures accurate separation of the sister chromosomes.
Results
Topoisomerase IV binding on the E. coli chromosome
To identify Topo IV binding, we performed ChIP-seq experiments in ParE and ParC Flag tagged
strains. The C-terminus fusions of ParE and ParC replaced the wild-type (WT) alleles without
any observable phenotypes (S1 Fig). We performed three independent experiments, two ParE-
flag IPs and one ParC-flag IP, with reproducible patterns identified in all three experiments. A
Pearson correlation of 0.8, 0.9 and 0.7 was observed for ParC-ParE1, ParE1-ParE2 and ParC--
ParE2 respectively. A map of enriched regions observed in each experiment is represented on Fig
1A (red circles). Four of the highly-enriched sites are illustrated at a higher magnification in Fig
1A—right panels. Interestingly one of these sites corresponds to the dif site (position 1.58Mb),
which has previously been identified as a strong Topoisomerase IV cleavage site in the presence
of norfloxacin [29]. We also observed strong enrichment over rRNA operons, tRNA and IS
sequences. To address the significance of the enrichment at rRNA, tRNA and IS, we monitored
these sites in ChIP-seq experiments performed in the same conditions with a MatP-flag strain
and mock IP performed with strain that did not contain any flag tagged protein. Both MatP and
Mock IP presented significant signals on rRNA, tRNA and IS loci (S2 Fig). This observation sug-
gested that Topo IV enrichment at rRNA, tRNAs and IS was an artifact of the ChIP-Seq tech-
nique. By contrast no enrichment was observed at the dif site in the MatP and mock-IP
experiments (S2 Fig), we therefore considered dif to be a genuine Topo IV binding site and com-
pared every enriched region (>2 fold) with the dif IP. We filtered the raw data for regions pre-
senting the highest Pearson correlation with the dif signal (>0.7). This procedure discarded
many highly enriched regions (Fig 1A orange circles). We identified 19 sites throughout the
chromosome where Topo IV IP/input signal suggested a specific binding for at least two of the
experiments (Fig 1A, outer circle histogram, S1 Table). Most Topo IV binding sites span a 200
bp region. These sites frequently overlapped intergenic regions, with their mid-points located
inside the intergenic region, and did not correlate with any identifiable consensus sequence. In
addition to dif, which exhibited a 10-fold enrichment, three other sites were strongly enriched.
These sites corresponded to positions 1.25Mb (9.4x), 1.85Mb (31x) and 2.56Mb (19x) on the
chromosome (Fig 1A, right panels). Beside these specific sites, Topo IV IP showed non-specific
enrichment in the oriC proximal half of the chromosome. This bias was not a consequence of
locus copy number, as the enrichment remained after copy number normalization (Fig 1B). We
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Fig 1. Topo IV binding pattern of replicating chromosome. A) Circos plot of the ChIP-seq experiments for ParC-flag and ParE-
flag. The IP / input ratio over the entire E. coli genome is presented for three independent experiments, one IP on the parC-flag
strain and two IPs on the parE-flag strain. From the center to the outside, circles represent: genomic coordinates, macrodomain
map, position of tRNA genes and ribosomal operons, ParE-Flag 1 ChIP-seq (untreated data, orange), ParE-Flag 1 ChIP-seq
(filtered data, red), ParE-Flag 2 ChIP-seq (untreated data, orange), ParE-Flag 2 ChIP-seq (filtered data, red), ParC-Flag ChIP-seq
(untreated data, orange), ParC-Flag ChIP-seq (filtered data, red), position of the 19 validated Topo IV binding sites. The right
panels represent magnifications for four specific Topo IV binding sites, position 1.25 Mb, position 1.58 Mb (dif), position 1.85 Mb
and position 2.56Mb. The three first rows correspond to filtered IP/Input ratio for ParC-Flag, ParE-Flag1 and ParE-Flag2 IPs, the
Topoisomerase IV Regulation
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usedMatP-Flag IP [30] and a control IP in a strain that does not contain a Flag tagged gene to
differentiate non-specific Topo IV binding from experimental noise (S3A Fig). In addition, Topo
IV enrichment was also observed in GC rich regions of the chromosomes (S3B Fig). Importantly,
the ori/ter bias was not a result of the GC% bias along the chromosome since it was still explicit
after GC% normalization (S3C Fig). More precisely, the Topo IV binding pattern closely fol-
lowed gene dosage for a ~3Mb region centered on oriC (S3D and S3E Fig and S1 Text). In the
complementary ter-proximal region, gene dosage (input reads) was higher than the ChIP-seq
profile, suggesting that the nonspecific Topo IV binding was lower or lasts for a shorter time in
the cell cycle (since these data are population-averaged). The Terminus region that is depleted in
Topo IV binding (1.6Mb) surpassed, by far, the size of the Ter macrodomain (800kb).
Topo IV binding is influenced by replication
The influence of Topo IV on sister chromatid interactions [15] prompted the question of how
Topo IV would follow replication forks and bind to the newly replicated sister chromatids
throughout the cell cycle. We performed ChIP-seq experiments in E. coli dnaC2 strains under
conditions suitable for cell cycle synchronization of the entire population. Synchronization was
achieved through a double temperature shift, as described previously [15]. Using these condi-
tions, in each cell, S phase is initiated on one chromosome, lasts for 40–45 min and is followed
by a G2 phase (20 min) (S4 Fig). We analyzed ParE binding before the initiation of replication,
in S phase 20 min (S20) and 40 min (S40) after the initiation of replication and in G2 phase.
The synchronization of replication in the population was monitored by marker frequency anal-
ysis of the Input DNA (Fig 1C). The profile observed for bacteria that did not replicate at non-
permissive temperature was strictly flat, but the S20 replication profile presented two sharp
changes of the marker frequency slope around positions 500kb and 2700kb. This suggested
that each replication fork had crossed approximately 1000 to 1300 kb in 20 min. The S40 repli-
cation profile demonstrated that most cells had finished replication, with the unreplicated
region being limited to 300 kb around dif in no more than 20% of the bacteria. In G2 phase the
marker frequency was flat. We used flow cytometry to demonstrate that at G2, the amount of
DNA in each bacterium was double compared to that of the G1 bacteria, indicating that cytoki-
nesis has not yet occurred (S4 Fig). We analyzed Topo IV binding at specific binding sites (Fig
1D). Binding at these sites was strongly impaired in the absence of replication. Binding at every
site started in the S20 sample and was maximal in the S40 or G2 samples, without showing any
marked decrease, even in the oriC-proximal region. These observations suggest that Topo IV
binds to specific sites during S phase. However, since enrichment was observed for non-repli-
cated loci and was maintained for a long time after replication, it was not compatible with a
model of Topo IV migration with the replication forks. Synchronization experiments with a
higher temporal resolution are required to clarify this observation.
Only certain Topo IV binding sites correspond to Topo IV cleavage sites
To measure Topo IV cleavage at the binding sites, we took advantage of the fact that norfloxa-
cin covalently links Topoisomerase II to the gate segment of DNA and prevent its relegation
fourth and fifth rows correspond respectively to the forward and reverse raw read numbers of the parC-flag experiment. The
position and orientation of genes are illustrated at the bottom of each panel. B) Sliding averages of the IP (blue, left Y axis), Input
(red, left Y axis) and IP/input (green, right Y axis) data for the parC-flag experiment over 60 kb regions along the genome. To
facilitate the reading, oriC is positioned at 0 and 4.639 Mb. C) Analysis of Topo IV binding during the bacterial cell cycle. Marker
frequency analysis was used to demonstrate the synchrony of the population at each time point. Stars represent the position of the
selected Topo IV sites. D) IP/input ratio for 7 regions presenting specific Topo IV enrichment during S and G2 phases. For each
genomic position the maximum scale is set to the maximum IP/Input ratio observed.
doi:10.1371/journal.pgen.1006025.g001
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[31]. We first monitored Topo IV activity on the Topo IV enriched regions (1.2, 1.8, 2.5, 3.2
Mb and dif) by incubating bacteria with norfloxacin for 10 minutes before genomic extraction
and performing Southern blot analysis to detect the cleaved DNA products [10, 29]. This
revealed cleavage fragments induced by both DNA Gyrase and Topo IV poisoning in the WT
strain, but only Topo IV cleavage in a nalR strain where DNA Gyrase is resistant to norfloxa-
cin. Among the 5 tested sites, only two displayed clear Topo IV cleavage at the expected posi-
tion (Fig 2A). As expected, the dif site exhibited strong cleavage. Moreover cleavage was also
observed at position 2.56 Mb. However the 1.2, 1.8 and 3.2 Mb sites did not show any Topo IV
mediated cleavage in the presence of norfloxacin.
Topo IV presents hundreds of cleavage sites on the chromosome
The above result prompted us to investigate Topo IV cleavage at the genome-wide scale. We
performed IPs in the presence of norfloxacin as a crosslinking agent instead of formaldehyde.
Following this step, all downstream steps of the protocol were identical to that of the ChIP-Seq
assay. We referred to this method as NorflIP. The NorflIP profile differed from the ChIP-seq
profile (Fig 2B). Regions immunoprecipitated with Topo IV-norfloxacin cross-links were fre-
quently observed (Fig 2C orange circle). Similarly to the ChIP-seq experiments, the NorflIP
profile revealed strong enrichment over the rRNA operons and IS sequences but not at the
tRNA genes (S5A Fig). We used a Southern blot cleavage assay to demonstrate that these signal
did not correspond to Topo IV cleavages (S5B Fig). The NorflIP peaks correspond to a ~170
bp forward and reverse enrichment signal separated by a 130 bp segment, which is not
enriched. This pattern is the consequence of the covalent binding of Topo IV to the 5’ bases at
the cleavage site. After Proteinase K treatment the cleaving tyrosine residue bound to the 5’
extremity resulted in poor ligation efficiency and infrequent sequencing of the cleaved extremi-
ties. (S6A and S6B Fig) This observation confirmed that we were observing genuine Topoisom-
erase cleavage sites. We used this pattern to define an automatic peak calling procedure (S6C
Fig) that identified between 134 and 458 peaks in the three NorflIP experiments, two experi-
ments performed with ParC-Flag and one with ParE-Flag (Fig 2C purple circles and Fig 2D).
We observed a total of 571 possible sites in the three experiments with about half of the sites
common to at least two experiments and approximately 88 sites common to all three experi-
ments (S1 Table). We analyzed sequencing reads for the three experiments around the dif, 0.2
Mb and 1.92Mb positions. It revealed abrupt depletions of forward and reverse reads in a
100bp center region suggesting that it corresponds to the site of cleavage. We extrapolated this
result for every peak to estimate the cleavage positioning of Topo IV (~150bp downstream of
the center of the forward peak, S6D Fig) We manually validated 172 sites that were common to
ParC-1 and ParE-1 experiments (S1 Table) for further analysis.
Characteristics of Topo IV cleavage sites
The Topo IV cleavage at the dif site was the most enriched of the chromosome (~ 30 fold),
fourteen sites were enriched from 5 to 10 fold and other positions were enriched from 2 to 5
fold (Fig 2E). Most NorflIP sites did not correspond to significant peaks in the ChIP-seq exper-
iment (Fig 2E). We also did not observe any cleavage for the majority of the strong binding
sites observed by ChIP-seq. This is illustrated for the binding site at 1.85 Mb (Fig 2E). We veri-
fied several Topo IV cleavage sites by Southern blot, a significant cleaved DNA fragment was
observed at the expected size for each of them (Fig 2F). Southern blotting experiments follow-
ing DNA cleavage in the presence of norfloxacin on synchronized cultures revealed that, like
its binding, Topo IV cleavage is coordinated with DNA replication. In good agreement with
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Fig 2. Topo IV cleavage at the Topo IV binding sites. A) Norfloxacin mediated DNA cleavage revealed by Southern blot with a
radiolabeled probe near the dif site, the 1.25 Mb, 1.85 Mb, 2.56 Mb and the 3.24 Mb site. The size of the expected fragment
generated by Topo IV cleavage is marked by an arrow. Topo IV cleavage can be differentiated from gyrase cleavages because of
their presence in a nalR strain. B) Genome browser image of a 15kb region representative of Topo IV cleavage frequency (purple).
These cleavage sites are not correlated with Topo IV enrichment in the ChIP-seq experiments described in Fig 1 (red). C) Circos plot
of the NorflIP experiments. From the center to the outside, circles represent: genomic coordinates, macrodomain map, position of
Topoisomerase IV Regulation
PLOS Genetics | DOI:10.1371/journal.pgen.1006025 May 12, 2016 7 / 22
ChIP-seq experiments, increased cleavage was observed as soon as 20 minutes after initiation
of replication for the dif and 2.56 Mb sites (Fig 2G).
Genomic distribution of Topo IV cleavage sites
The general genomic distribution of Topo IV cleavage sites was not homogeneous; a few regions
had a large number of sites clustered together, while the 1.2Mb– 2.5 Mb region contained a low
density of sites (Fig 2H). We further analyzed the distribution of cleavage sites in the terminus
and the oriC regions. In the terminus region, the average distance of consecutive cleavage sites
was long (around 30 kb in the 1.5–2.5 Mb region) compared to 8 kb in the 0.8–1.5 Mb or the
2.5–3.1 Mb regions (S7A Fig). The oriC region displays a mixed distribution (S7B Fig), a high
density of sites near oriC flanked by two depleted regions, including the SNAP2 region [16]. At
the gene scale, the mid-point of Topo IV cleavage signal can be localized inside genes (82%) or
intergenic regions (16%) but it presents a bias toward the 5’ or 3’ gene extremities (S7C Fig).
Since the cleavage signal spans approximately 200bp, nearly 50% of the sites overlapped, at least
partly, with intergenic regions that account for only 11% of the genome. Finally, we did not
identify any robust consensus between sets of Topo IV cleavage sites. The only sequence traits
that we identified are a bias for GC dinucleotides near the center of the sites (S7D Fig) and an
increased spacing of GATCmotifs around cleavage sites (S7E Fig).
Targeting of Topo IV cleavage activity is influenced by local environment
The bias in the distribution of cleavage sites (Fig 2H) was very similar to the Topo IV binding
bias revealed by ChIP-seq (Fig 1C). NorflIP and ChIP-seq data were compared on Fig 3A.
Despite the lack of corresponding ChIP-seq enrichment at the position of most highly enriched
NorflIP sites, a number of consistencies were observed between these two data sets. Overall the
NorflIP and ChIP-seq datasets had a Pearson correlation of 0.3 and the averaged data (1 kb
bin) revealed a Pearson correlation of 0.5. First a small amount of local enrichment in the
ChIP-seq experiments was frequently observed in the regions containing many cleavage sites
(Fig 3A and 3C). This led us to consider that trapped Topo IV engaged in the cleavage reaction
could contribute to a small amount of local enrichment in the ChIP-seq experiments. Second,
both Topo IV cleavages and binding sites were rare in highly expressed regions (Fig 3A), only
one of the 172 manually validated Topo IV cleavage site overlapped a highly expressed region.
However cleavages sites were more frequently, than expected for a random distribution,
observed in their vicinity (Fig 3C and S8 Fig). Thirty percent (50/172) of the Topo IV sites are
less than 2 kb away from the next highly expressed transcription unit (Fig 3).
We explored correlations between the localization of Topo IV cleavages and binding sites of
various NAPs thanks to the Nust database and tools [32]. A significant correlation was only
observed for Fis binding sites (Fig 3B). Sixty eight genes present both Fis binding [33] and
Topo IV cleavage (P value 2x10-03). Thirty-three of the 172 manually validated cleavage sites
tRNA genes and ribosomal operons, ParC-Flag 1 NorflIP (untreated data, orange), ParC-Flag 1 NorflIP (filtered data, purple),
ParE-Flag NorflIP(filtered data, purple), ParC-Flag 2 NorflIP (filtered data, purple), validated TopoIV sites present in the ParC-Flag 1,
ParE-Flag and ParC-Flag 2 experiments. For visualization purpose, the maximum scale of NorflIP data has been fixed to an IP/input
ratio of 10. D) Peak calling procedure, dedicated to DNA cleavage mediated by TopoIV in the presence of norfloxacin (S6 Fig),
revealed 571 sites in total, in three experiments. Venn diagrams of common Topo IV cleavage sites in two experiments. About 200
common sites are observed in each pair of experiments. E) Genome browser zooms on the dif, 1.85, 1.92 and 2.56 Mb regions for
Topo IV cleavage (purple) and Topo IV binding revealed by ChIP-seq (red). F) DNA cleavage mediated by TopoIV in the presence
of norfloxacin revealed by Southern blot with a radiolabeled probe at 0.02, 1.92 Mb and the 3.2 Mb sites. G) Cleavage experiments
performed on synchronized cultures, revealed a replication dependency (AS asynchronous, NR not replicating, S20 20 min after the
initiation of replication (IR), S40 40 min after IR, S60 60 min after IR. H) Distribution of the ParC-Flag 1 NorflIP validated sites on the
genome by 50 kb bins.
doi:10.1371/journal.pgen.1006025.g002
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Fig 3. Targeting Topo IV cleavage sites along the E. coli genome. A) Circos plot of the ParC-Flag Chipseq and ParC-Flag 1 NorflIP experiments.
From the center to the outside, circles represent: genomic coordinates, macrodomain map, Fis binding sites in mid exponential phase, % of bases
bound by Fis per 20 kb windows of genomic DNA, H-NS binding sites in mid exponential phase, % of bases bound by H-NS per 20 kb windows of
genomic DNA [33], ParC-Flag ChIP-seq (depleted regions blue, IP/input <1), ParC-Flag ChIP-seq (enriched regions red, IP/input >1), ParC-Flag 1
NorflIP (depleted regions blue, IP/input <1), ParC-Flag 1 NorflIP (enriched regions red, IP/input >1), gene expression data (RNA-seq results performed
in the ChIP-seq and NorflIP conditions). For visualization purpose, the maximum scale of RNAseq data has been fixed to 500 reads which
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overlapped at least partially with a Fis binding site, 80 of them are located less than 400 bp
away from a Fis binding site. At the genome scale this correlation is difficult to observe (Fig
3A), but close examination clearly revealed overlapping Topo IV cleavages and Fis binding
sites (Fig 3C). Fis binding sites are more numerous than Topo IV cleavage sites, therefore a
large number of them do not present enrichment for Topo IV (Fig 3C). By contrast, Topo IV
peaks are excluded from H-NS rich regions (Fig 3A, 3B and 3C). Only one of the 172 manually
validated Topo IV cleavage site overlapped with an H-NS binding site. As observed for highly
expressed regions TopoIV cleavage sites were frequently observed at the border of H-NS rich
regions (Fig 3C). Moreover H-NS rich regions contain less Topo IV than the rest of the chro-
mosome (Fig 3A–3D and S9A Fig). H-NS rich regions correspond to an AT rich segment of
the chromosome (Fig 3C and 3D). Indeed background level of Topo IV binding and cleavage
were significantly reduced in AT rich regions (S9B Fig). In rare occasions binding of H-NS has
been observed in regions with a regular AT content (Fig 3C), notably Topo IV binding and
cleavage were also reduced in these regions. This observation suggested that H-NS itself rather
than AT content limits the accessibility of Topo IV to DNA. This observation was confirmed
by the identification of Topo IV cleavage in regions with an AT content ranging from 20 to
80% (S9C and S9D Fig).
We performed Southern blot analysis of Topo IV cleavage on representative sites to test
whether gene expression and chromatin factors influenced Topo IV site selection. First, we
observed that the exact deletion of cleavage sites at position 1.92 Mb and 2.56 Mb did not abol-
ish Topo IV cleavage activity (Fig 3D and 3E). Second, since these loci also contain a Fis bind-
ing site overlapping Topo IV cleavage signal, we deleted the fis gene. However, deletion of the
fis gene did not modify Topo IV cleavage (Fig 3D and 3E). Finally we performed cleavage
assays in the presence of rifampicin to inhibit transcription. To limit the pleiotropic effects of
rifampicin addition we performed the experiment with a 20 min pulse of rifampicin. Rifampi-
cin treatment abolished Topo IV cleavage (Fig 3E). These results suggest that gene expression
rather than chromatin factors influences Topo IV targeting.
XerC targets Topo IV to the dif site
Our analysis confirms that the dif region is a hot spot for Topo IV activity [29]. Indeed, ChIP-
seq and NorflIP show that Topo IV binds to and cleaves frequently in the immediate proximity
of dif. We measured DNA cleavage by Topo IV in the presence of norfloxacin in various
mutants affecting the structure of dif or genes implicated in chromosome dimer resolution.
Southern blot was used to measure Topo IV cleavage (Fig 4A). We observed that exact deletion
of dif totally abolished Topo IV cleavage. Interestingly, the deletion of the XerC-binding
sequence (XerC box) of dif was also sufficient to abolish cleavage, while the deletion of the
XerD box only had a weak effect. Deletion of the xerC and xerD genes abolished Topo IV cleav-
age at dif. However, cleavage was restored when the catalytically inactive mutants XerC K172A
or XerC K172Q were substituted for XerC (Fig 4B). This suggests that the role of XerCD/dif in
approximately corresponds to the 400 transcription units that were the most expressed (the distribution of read counts scaled from 0 to 30 000). B)
Correlation between the localization of Topo IV cleavages and chromatin markers. The NUST [32] hypergeometric test was used to compare Topo IV
and chromatin markers localization. The set of 172 validated Topo IV cleavage sites was used. The number of common localizations over the total
number of chromatin marker localization is indicated. The P value of a Fisher’s exact test is indicated. C) Genome browser magnifications of the panel
A’s pink and yellows regions. Mid log phase Fis and H-NS binding sites are respectively indicated with burgundy and black boxes [33]. D) Magnification
of the 2.56 Mb Topo IV binding and cleavage site that overlaps a Fis binding site. The position of the deleted Topo IV site is marked by vertical lines
(frt). Southern blot analysis of Topo IV cleavage at the 2.56 Mb locus, in the nalR strain, the nalR strain with a deletion of the Topo IV cleavage and
binding site and the deletion of fis. E) Same as D for the 1.92 Mb Topo IV cleavage site. Southern blot analysis of Topo IV cleavage at the 1.92 Mb
locus, in the WT, the nalR strain, the nalR strain with a deletion of the Topo IV cleavage and Fis binding site and the nalR strain with fis deletion. The
cleavage was also analyzed following a 20 min treatment with rifampicin (rif).
doi:10.1371/journal.pgen.1006025.g003
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Fig 4. Determinants of Topo IV activity at dif. A) Southern blot analysis of the Topo IV cleavage at the dif site. Genomic DNA
extracted fromWT, Δdif::Tc, Δdif, ΔxerD box, ΔxerC box, ΔxerD, and ΔxerC strains was digested by PstI; the size of the fragment
generated by Topo IV cleavage at dif is marked by an arrow. The average percentage of cleavage observed in two independent
experiments is presented. B) Southern blot analysis of the Topo IV cleavage at the dif site. Genomic DNA extracted fromWT,
ΔxerC, ΔxerC pUCxerC, ΔxerC pUCxerCK172A, ΔxerC pUCxerCK172Q strains was digested with PstI; the size of the cleaved
fragment in dif is marked by an arrow. C) Topo IV cleavage at the 1.9Mb site in theWT, ΔxerC and Δdif. D) Plating of parEts, parEts
xerC, parEts xerD and parEts recNmutants at 30 and 37°C. E) Colony Forming Unit (CFU) analysis of theWT and nalR strains
deleted for the dif site, the xerC, xerD genes or the C-terminal domain of FtsK in the presence of ciprofloxacin. F) EMSA on a 250
bp CY3 probe containing dif (green) and a 250 bp CY5 control probe (red). The amount of Topo IV, XerC or XerD proteins present
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the control of Topo IV activity is structural and independent of XerCD catalysis. Deletion of
dif or xerC did not significantly alter cleavage at any of the other tested Topo IV cleavage sites
(Fig 4C). This suggests that influence of XerC on Topo IV is specific to dif.
To evaluate the role of XerCD-mediated Topo IV cleavage at dif, we attempted to construct
parEts xerC, parEts xerD and parCts xerC double mutants. We could not obtain parCts xerC
mutants by P1 transduction at any tested temperature. We obtained parEts xerC and parEts
xerDmutants at 30°C. The parEts xerC double mutant presented a growth defect phenotype at
30°C and did not grow at temperature above 35°C (Fig 4D). The parEts xerDmutant presented
a slight growth defect at 37°C compared to parEts or xerDmutants. None of the parEtsmutant
grew above 42°C. Next, we used quinolone sensitivity as a reporter of Topo IV activity. To this
aim, we introduced mutants of the FtsK/Xer system into a gyrAnalR (nalR) strain; Topo IV is
the primary target of quinolones in such strains. The absence of XerC, XerD, the C-terminal
activating domain of FtsK or dif exacerbated the sensitivity of the nalR strain to ciprofloxacin
(Fig 4D). We therefore concluded that the impairment of Topo IV was more detrimental to the
cell when the FtsK/Xer system was inactivated. Among partners of the FtsK/Xer system the
absence of XerC was significantly the most detrimental, suggesting a specific role for XerC in
this process.
The above results suggest an interaction between Topo IV and the XerCD/dif complex. We
therefore attempted to detect this interaction directly in vitro (Fig 4E and 4F). We performed
EMSA with two fluorescently labeled linear probes, one containing dif and the other containing
a control DNA not targeted by Topo IV in our genomic assays. Topo IV alone bound poorly to
both probes (Kd> 100nM). Binding was strongly enhanced when XerC or both XerC and
XerD were added to the reaction mix. In contrast, Topo IV binding to dif was slightly inhibited
in the presence of XerD alone. These results were consistent with the observation that deletion
of the XerC box but not of the XerD box inhibited Topo IV cleavage at dif and pointed to a spe-
cific role for XerC in Topo IV targeting. The control fragment showed that these effects are spe-
cific to dif. Topo IV-XerC/dif complexes were stable and resisted a challenge by increasing
amount of XerD (S10A Fig). The positive influence of XerCD on TopoIV binding was also
observed on a negatively supercoiled plasmid containing dif. In the presence of XerCD
(50nM), a delay in the plasmid migration was observed with 40nM of TopoIV. By contrast, 200
nM was required in the absence of XerCD (S10B Fig). The Southern blot cleavage assay showed
that overexpression of the ParC C-terminal domain (pET28parC-CTD) strongly reduced
cleavage at dif but enhanced cleavage at the Topo IV site located at 2.56Mb. This suggested
that, as observed for MukB [17], Topo IV might interact with XerC through its C-terminal
domain (Fig 4G).
Topo IV activity at dif depends on dynamics of the ter region and
chromosome circularity
We assayed the effects of the reported Topo IV modulators and proteins involved in chromo-
some segregation the activity of Topo IV at dif. MukB has previously been shown to influence
the activity of Topo IV [17, 18]. We measured Topo IV cleavage in amukBmutant at dif and at
position 2.56 Mb, cleavage was reduced at dif but no significant effect was observed at position
2.56Mb (Fig 5A). We did not detect any effect of a seqA deletion on Topo IV cleavage at either
position (Fig 5B). We next assayed the effect of MatP, which is required for compaction and
in each line is indicated above the gel. G) Quantification of Topo IV EMSA presented in C, data are an average of three
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intracellular positioning of the ter region as well as for the its progressive segregation pattern
ending at dif [25, 26]. The Topo IV cleavage at dif was significantly impaired in thematP
mutant (Fig 5C). The Topo IV cleavage site at position 1.9Mb is included in the Ter macrodo-
main, but cleavage at this site was almost unchanged in the absence of MatP (Fig 5C). Intro-
duction of amatP deletion into the nalR strain yielded an increase in ciprofloxacin sensitivity
(Fig 5D). We also constructed a parEts matP double mutant. Growth of this strain was signifi-
cantly altered compared to the parEts parental strain at an intermediate temperature (Fig 5E).
Such a synergistic effect was not found when combining thematP deletion with a gyrBtsmuta-
tion. Taken together, these results led us to consider that MatP itself or the folding of the Ter
macrodomain might be important for Topo IV targeting at dif.
Fig 5. Role of the dif site for the management of circular chromosomes. A) Southern blot analysis of Topo IV cleavage at the dif and 2.56 Mb sites
in themukBmutant grown in minimal medium at 22°C. B) Southern blot analysis of Topo IV cleavage at the dif and 2.56 Mb sites in the seqAmutant
grown in minimal medium at 37°C. C) Southern blot analysis of Topo IV cleavage at the dif and 1.9 Mb sites in thematPmutant grown in LB at 37°C. D)
Colony Forming Unit (CFU) analysis of theWT and nalR strains deleted for the dif site, the xerC andmatP genes in the presence of ciprofloxacin. E)
Colony Forming Unit (CFU) analysis of theWT, parEts and gyrBts strains deleted for thematP at a semi permissive temperature (38°C). F) Southern blot
analysis of the Topo IV cleavage at the dif and 1.9Mb sites in cells with a circular or linearized chromosome. G) Phenotypes observed during
exponential growth in LB in thematPmutant strains with circular or linear chromosome (DNA is labeled with DAPI, green). Scale bar is 5μm.
doi:10.1371/journal.pgen.1006025.g005
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Since the FtsK/Xer/dif system is dedicated to post-replicative events that are specific to a cir-
cular chromosome, it was tempting to postulate that the activity of Topo IV at dif is also dedi-
cated to post-replicative decatenation events and is strictly required for circular chromosomes.
To address this question, we used E. coli strains harboring linear chromosomes [34]. In this
strain, expression of TelN from the N15 phage promotes linearization of the chromosome at
the tos site inserted a 6kb away from dif. Indeed, chromosome linearization suppresses the phe-
notypes associated with dif deletion [34]. We analyzed cleavage at the dif site by Topo IV in the
context of a linearized chromosome. Cleavage was completely abolished; showing that Topo
IV activity at dif is not required on linear chromosomes. This effect was specific to the dif site,
since cleavage at the 1.9Mb site remained unchanged after chromosome linearization (Fig 5F).
We next assayed if the phenotypes associated withmatP deletion, i.e., formation of elongated
cells with non-partitioned nucleoids [26], depend on chromosome circularity. Strikingly, most
of the phenotypes observed in thematPmutant were suppressed by linearization of the chro-
mosome (Fig 5G). Interestingly, the frequency of cleavage at dif sites inserted far (300 kb) from
the normal position of dif or in a plasmid were significantly reduced compared to the WT situ-
ation (S11 Fig) confirming that Topo IV cleavage at dif is specific to circular chromosomes.
Discussion
Specific Topo IV binding and cleavage sites on the chromosome
Whole genome analysis of Topo IV binding by ChIP-seq revealed approximately 10 Topo IV
binding sites across the E. coli genome. Among them, only 5 sites were strongly enriched in
every experiment and these were mapped to positions 1.25, 1.58 (dif), 1.85, 2.56 and 3.24 Mb.
We did not identify any consensus sequence that could explain specific binding to these sites.
Band shift experiments at the dif site and the 1.25 Mb site revealed that Topo IV binding is not
sequence-dependent.
This led us to favor models involving exogenous local determinants for Topo IV binding as it
is the case for the dif site in the presence of XerC. Because XerC is only known to bind to dif, we
could speculate that other chromatin factors might be involved in Topo IV targeting. Topo IV
and Fis binding sites [33] overlap more frequently than expected (Nust P value 10e-03 [32].
Topo IV and Fis binding sites overlap at the positions 1.25 and 2.56 Mb; it is therefore possible
that Fis plays a role in defining some Topo IV binding sites. However our EMSA, cleavage and
ChIP experiments did not show any cooperative binding of Topo IV with Fis. In spite of its co-
localization with Topo IV, Fis does not contribute in defining Topo IV binding or cleavage sites.
Nevertheless, the role of the chromatin in Topo IV localization was also illustrated by the strong
negative correlation observed for the Topo IV and H-NS bound regions. H-NS rich regions were
significantly less enriched for nonspecific Topo IV binding than the rest of the chromosome.
Topo IV mediated DNA cleavage sites
We postulated that loci where Topo IV is catalytically-active could be identified by DNA cleavage
mediated by the quinolone drug norfloxacin. We designed a new ChIP-seq strategy that con-
sisted of capturing DNA-norfloxacin-Topo IV complexes. We called it NorflIP. Three indepen-
dent experiments show that Topo IV was trapped to a large number of loci (300 to 600) with
most of these loci observed in two out of three experiments. A hundred of these loci were identi-
fied in all three experiments. Dif presented a strong signal in the NorflIP as in the ChIP-seq but
this is not the case for most of the other ChIP-seq peaks. NorflIP peaks presented a characteristic
pattern suggesting that they are genuine DNA-norfloxacin-Topo IV complexes. Considering
that norfloxacin does not alter Topo IV specificity, our results suggest that for Topo IV the
genome is divided into five categories: i) Loci where Topo IV binds strongly but remains inactive
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for most of the cell cycle; ii) Loci where Topo IV is highly active but does not reside for very long
time; iii) Loci where we observed both binding and activity (dif and 2.56 Mb); iv) regions where
Topo IV interacts non-specifically with the DNA and where topological activity is not stimu-
lated; v) regions where non-specific interactions are restricted (the Ter domain, chromatin rich
regions (tsEPODs [35], H-NS rich regions). Detection of norfloxacin-mediated genomic cleavage
by pulse field electrophoresis has previously revealed that when Topo IV is the only target of nor-
floxacin the average fragment size is 300–400 kb while it drops to 20 kb when Gyrase is the target
[11]. This suggests that, for each cell, no more than 10 to 20 Topo IV cleavages are formed in 10
min of norfloxacin treatment. To fit this observation with our data, only a small fraction (10–20
out of 600) of the detected Topo IV cleavage sites would actually be used in each cell. This might
explain why Topo IV cleavage sites were hardly distinguishable from background in the ChIP-
seq assay (Fig 3). This is in good agreement with the estimation that the catalytic cycle only pro-
vokes a short pause (1.8 sec) in Topo IV dynamics [36]. The mechanism responsible for the
choice of specific Topo IV cleavage sites is yet to be determined. As indicated by our findings
that deletion of the cleavage site resulted in the formation of a new site or sites in the vicinity,
cleavage is not directly sequence-related. We observed several biases that might be involved in
determination of cleavage sites (GC di-nucleotide skew, GATC spacing, positioning near gene
ends or intergenic regions, proximity with highly expressed genes and Fis binding regions). Inter-
estingly inhibition of transcription with rifampicin inhibits Topo IV cleavage (Fig 3). This raises
the possibility that transcription, that can be stochastic, may influence stochastic determination
of Topo IV activity sites. The influence of transcription could be direct, if RNA polymerase
pushes Topo IV to a suitable place, or indirect if the diffusion of topological constraints results in
their accumulation near barriers imposed by gene expression [37, 38]. This accumulation could
then, in turn, signal for the recruitment of Topo IV.
Replication influences Topo IV binding and activity
Synchronization experiments revealed that, like Topo IV binding at specific sites, Topo IV cleav-
age activity is enhanced by chromosome replication. Enrichment was the highest in late S phase or
G2 phase; it seems to persist after the passage of the replication fork at a defined locus. Enrichment
in asynchronous cultures was significantly reduced compared to S40 or G2 synchronized cultures
suggesting that Topo IV is not bound to the chromosome for the entire cell cycle. Unfortunately
our experiments did not have the time resolution to determine at what point of the cell cycle Topo
IV leaves the chromosome and if it would leave the chromosome during a regular cell cycle. The
role of DNA replication of Topo IV dynamics has recently been observed by a very different
approach [36]. The authors propose that Topo IV accumulates in the oriC proximal part of the
chromosome in a MukB and DNA replication dependent process. These observations are in good
agreement with our data and suggest that Topo IV is loaded on DNA at the time of replication,
accumulate towards the origin of replication and remains bound to the DNA until a yet unidenti-
fied event triggers its release. Formation of positive supercoils and precatenanes ahead and behind
of the replication forks respectively, could be the reason for Topo IV recruitment. One could
hypothesize that MukB is used as a DNA topology sensor that is responsible for redistribution of
Topo IV. However we only detected a modest effect ofmukB deletion on Topo IV cleavage at dif
(Fig 5). Putative events responsible for Topo IV release could be, among others, complete decate-
nation of the chromosome, SNAPs release, or stripping by other proteins such as FtsK.
Non-specific Topo IV binding
Non-specific Topo IV binding presents a very peculiar pattern; it is significantly higher in the
oriC proximal 3Mb than in the 1.6Mb surrounding dif. This pattern is not simply explained by
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the influence of replication (S3 Fig). Interestingly, ChIP-seq and ChIP-on-Chip experiments
have already revealed a similar bias for DNA gyrase [12] and SeqA [39]. The CbpA protein has
been shown to present an inverse binding bias [40], with enrichment in the terminal region
and a reduction in the oriC proximal domain. The HU regulon has also presented a similar
bias [41]. The terminus domain defined by these biases always comprises the Ter macrodo-
main but it extends frequently beyond the extremematS sites. The role of MatP in the defini-
tion of these biases has not yet been tested. The group of G. Mushelishvili proposed a
topological model to interpret the DNA gyrase and HU regulon biases, suggesting that HU
coordinates the global genomic supercoiling by regulating the spatial distribution of RNA poly-
merase in the nucleoid [41]. Topo IV could benefit from such a supercoiling gradient to load
on the chromosome. Interestingly, the strongest Topo IV binding and cleavage sites are local-
ized inside the Terminus depleted domain. One possibility could be that these sites minimize
Topo IV binding to adjacent nonspecific sequences. Alternatively one can propose that a
regional reduction of non-specific binding creates a selective advantage for optimal loading on
to specific sites.
Dif and the control of decatenation
Dif was the strongest Topo IV cleavage site detected by NorflIP, it was also detected in the
ChIP-seq assays. We have used Southern blot to analyze the determinants involved in this
activity. The binding of XerC on the xerC box of dif and the region downstream of the xerC
box are essential. In vitro, XerC also strongly favors binding of Topo IV at dif. Interestingly
XerD and the xerD box did not improve Topo IV binding or cleavage. We propose that XerC
works as a scaffold for Topo IV, simultaneously stimulating its binding and its activity. Topo
IV activity at dif is also dependent on the circularity of the chromosome, suggesting that when
topological constraints can be evacuated through chromosome ends, Topoisomerase IV does
not catalyze strand passage at dif. This suggests that topological complexity is directly responsi-
ble for Topo IV activity. Topo IV cleavage activity at dif is not influenced by SeqA or FtsK,
which are two known Topo IV partners. Interestingly,mukB andmatP deletion mutants
slightly reduced this activity. The synergistic effect observed when amatP deletion is combined
with a parEtsmutation suggests that MatP indeed influences Topo IV activity. The phenotypes
of thematPmutant are rescued by the linearization of the chromosome. A similar rescue has
been observed for the difmutant [34]. Therefore it is likely that a significant part of the prob-
lems that cells encounter in the absence ofmatP corresponds to failure in chromosome topol-
ogy management, either decatenation or chromosome dimer resolution [25]. In conclusion, we
propose that genomic regulation of Topo IV consists of: (1) Topo IV loading during replica-
tion, (2) Topo IV binding to specific sites that may serve as reservoirs, (3) Topo IV activation
to remove precatenanes or positive supercoils in a dozen of stochastically chosen loci (4) XerC




ParE-flag and ParC-flag C-terminus fusions were constructed by lambda red recombination
[42]. Cultures were grown in LB or Minimal medium A supplemented with succinate (0.2%)
and casamino acids (0.2%). Cells were fixed with fresh Formaldehyde (final concentration 1%)
at an OD600nm 0.2–0.4. Sonication was performed with a Bioruptor Pro (Diagenode). Immuno-
precipitations were performed as previously described 26. Libraries were prepared according to
Illumina's instructions accompanying the DNA Sample Kit (FC-104-5001). Briefly, DNA was
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end-repaired using a combination of T4 DNA polymerase, E. coli DNA Pol I large fragment
(Klenow polymerase) and T4 polynucleotide kinase. The blunt, phosphorylated ends were
treated with Klenow fragment (3’ to 5’ exo minus) and dATP to yield a protruding 3- 'A' base
for ligation of Illumina's adapters which have a single 'T' base overhang at the 3’ end. After
adapter ligation DNA was PCR amplified with Illumina primers for 15 cycles and library frag-
ments of ~250 bp (insert plus adaptor and PCR primer sequences) were band isolated from an
agarose gel. The purified DNA was captured on an Illumina flow cell for cluster generation.
Libraries were sequenced on the Genome Analyzer following the manufacturer's protocols.
Norflip assay
Norfloxacin (final concentration 2μM) was added to the cultures at OD600nm 0.2 LB for 10 min
before harvesting. Sonication and immunoprecipitation were performed as described for the
ChIP-seq assay.
Analysis of sequencing results
Sequencing results were processed by the IMAGIF facility. Base calls were performed using
CASAVA version 1.8.2. ChIP-seq and NorflIP reads were aligned to the E. coli NC_000913
genome using BWA 0.6.2. A custom made pipeline for the analysis of sequencing data was
developed with Matlab (available on request). Briefly, the number of reads for the input and IP
data was smoothed over a 200bp window. Forward and reverse signals were added, reads were
normalized to the total number of reads in each experiment, strong non-specific signals
observed in unrelated experiments were removed, data were exported to the UCSC genome
browser for visualization and comparisons. The strongest peaks observed with NorflIP experi-
ments (dif and 1.9 Mb) present a characteristic shape (S6 Fig) that allows the automatic detec-
tion of lower amplitude peaks but preserves the characteristic shape. We measured Pearson
correlation coefficient with the dif and the 1.9 Mb site for 600bp sliding windows over the
entire genome. Peaks with a Pearson correlation above 0.72 were considered as putative Topo
IV cleavage sites. Sequencing data are available on the GEO Repository (http://www.ncbi.nlm.
nih.gov/geo/)with the accession number GSE75641. Data were plotted with the Circos tool
[43] and UCSC Archaeal Genome Browser [44].
Southern blot
Cleavage of DNA by Topo IV in the presence of Norfloxacin was monitored by Southern blot
as previously described [10]. DNA was extracted from E. coli culture grown in minimal
medium supplemented with glucose 0.2% and casaminoacids 0.2%. Norfloxacin (final concen-
tration 10μM) was added to the cultures at OD 0.2 for 10 min before harvesting. DNA was
transferred by neutral blotting on nitrocellulose membranes. For synchronization experiments
a flash freeze step in liquid nitrogen is included before harvesting. Quantification was per-
formed with Image J software.
EMSA
Experiments were conducted using Cy3-coupled probes harboring the dif site and a
Cy5-coupled dye as control. Reactions were carried out in EMSA reaction buffer (1mM spermi-
dine, 30mM potassium glutamate, 10mMDTT, 6mMmagnesium chloride, 10% glycerol, pH
7.4). Reactions were incubated for 15 min at RT, loaded on 4% native PAGE gel at 25 volts and
then run at 125 volts for 2 hours. Gels were then visualized using a Typhoon FLA 5000 scanner
(GE healthcare Life Science). EMSA of plasmids were performed with unlabeled supercoiled
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plasmid in the same reaction buffer. Electrophoresis was performed in a 0.8% agarose gel in 0.5x
TAE buffer at 4°C for 80 min at 150V. DNA labeling was performed with SYBR green.
Supporting Information
S1 Fig. A)Measure of the colony formation unit (CFU) of the WT, nalR, ParC-Flag, ParC-Flag
nalR and ParE-Flag nalR strains. Culture were grown until OD 0.2 and treated for 40 minutes
with norfloxacin 2μM and plated on LB plates. B)Measure of the growth rate of the nalR,
ParC-Flag nalR and ParE-Flag nalR strains. C) Southern blot analysis of Topo IV mediated
cleavage in the presence of norfloxacin at the 1.9 Mb site in the WT, nalR and ParC-Flag nalR
and ParE-Flag nalR strains.
(PDF)
S2 Fig. Genome browser magnifications illustrating common non-specific signal observed
over rRNA operons, tRNA and IS sequences. ParE-Flag ChIP-seq is represented in red,
MatP-Flag ChIP-seq is represented in blue, Mock IP with a strain that did not contain Flag
tagged proteins is represented in black. Genes, ribosomal operons and tRNA are represented
below ChIPseq signals
(PDF)
S3 Fig. A) Analysis of the Topo IV nonspecific binding. Normalized enrichment (Average
number of reads in a 1kb sliding window divided by the total amount of reads) of each flag
immuno-precipitation experiment was plotted as a function of the genomic position. Left
panel a 100 kb region near oriC (positions 4.26 to 4.36 Mb) is represented. Right panel a 100 kb
region around dif (positions 1.55 to 1.65 Mb) is represented. B) Scatter plot of the average GC
content according to parC-flag IP/Input. 60 kb sliding windows were used for GC content and
IP/Input. C) Average IP/Input values were normalized for GC content.D) Null model I, a
Topo IV comet follows replication forks. Illustration of the Topo IV binding kinetics under
null model I described in S1 Text. The x axis in the plots represents the chromosome coordi-
nate s, going between 0 (ori) and L (ter). The y axis represents cell cycle time. The shaded areas
are the positions of the Topo IV comets (also sketched as red lines on a circular representation
of the chromosome), and the numbers represent the number of bound regions per replichore.
Left panel: case of non-overlapping rounds. Right panel: case of overlapping rounds, in the
case where the B period starts after the termination of replication within the same cell cycle. E)
Topo IV binding bias, shown by the specific Input/IP values (each normalized by total reads).
This bias is not compatible with a model where Topo IV binding follows replication and per-
sists for a characteristic period of time (purple trace).
(PDF)
S4 Fig. Flow cytometry analysis of the synchronization experiment. Samples were fixed in
ethanol at different time points: after 1h30 at 40°C (G1), 20 min after downshift to 30°C (S20),
40 min after downshift to 30°C (S40), 60 min after downshift to 30°C (G2) and in stationary
phase.
(PDF)
S5 Fig. A) Genome browser magnifications illustrating common non specific signal observed
over rRNA operon, IS sequences in the NorflIP and ChIP-seq experiments. ParE-Flag NorflIP
is represented in purple, MatP-Flag ChIP-seq is represented in blue, Mock IP with a strain that
did not contained Flag tagged proteins is represented in black. Genomic localization are the
same as in S2 Fig B) Southern blot cleavage assays performed in WT and nalR strains at the
insH locus, ribosomal operon A and ribosomal operon B. TopoIV did not present any cleavage
Topoisomerase IV Regulation
PLOS Genetics | DOI:10.1371/journal.pgen.1006025 May 12, 2016 18 / 22
in this regions confirming the artefactual nature of the corresponding signals in the NorflIP
experiments. Arrows indicated the position on the corresponding bottom map.
(PDF)
S6 Fig. A) Snapshots of the ChIP-seq and NorflIP experiments at the position 1.85 and 1.92
Mb. Topo IV binding to position 1.85 Mb was only revealed by the ChIP-seq experiment in the
presence of formaldehyde. Topo IV cleavage at position 1.92 Mb was only revealed by the Nor-
flIP experiment. NorflIP peaks present a characteristic shape illustrated on the 1.92Mb with a
large 200 bp empty region in between the forward and reverse signal (arrow). B) Snapshot of
the ChIP-seq and NorflIP experiments at the dif position. Topo IV binding (ChIP-seq) and
cleavage (NorflIP) were detected at the dif position. C) Description of the NorflIP peak calling
procedure. Forward and reverse reads from the Flag immunoprecipitation were smoothed over
200 bp, and then subtracted from each other. The dif and 1.9Mb signals observed on a 2kb win-
dow were used as a probe to test the entire genome with 100 bp sliding intervals. Pearson coef-
ficient between the dif and 1.9 Mb signals and each interval were measured. Pearson
coefficients above 0.72 were considered as putative Topo IV peaks. The initial list of Topo IV
sites (S1 Table) corresponds to sites presenting a Pearson correlation above 0.72 in comparison
with dif and 1.9Mb. IP/input ratio was measured. 172 peaks with Pearson coefficient above
0.72 and an IP/input ratio>2 were manually validated as Topo IV sites (S1 Table).D) Analysis
of reads orientation in the NorflIP experiment at position 0.2Mb. Forward and reverse read
peaks are about 200 bp large, a 100 nucleotides gap is observed in between the peaks. For the
analysis of Topo IV cleavage site distribution we estimated that the center of the 100 nucleo-
tides gap corresponds to the position of Topo IV cleavage.
(PDF)
S7 Fig. Measure of the distance between two adjacent Topo IV cleavage sites in the dif region
(A) and the region containing oriC and SNAP2 (B). For this analysis the 571 Topo IV cleavage
sites observed in the 3 experiments were pooled. C) Distribution of the Topo IV cleavages
inside genes and intergenic regions. The gene sizes were normalized to 1.D) RSAT analysis of
the NorflIP peak calling results (http://www.rsat.eu/; Thomas-Chollier M, Defrance M,
Medina-Rivera A, Sand O, Herrmann C, Thieffry D, van Helden J. (2011) RSAT 2011: regula-
tory sequence analysis tools. Nucleic Acids Res. 2011 Jul;39. Analysis of the dinucleotide bias in
172 manually validated NorflIP Topo IV cleavage sites. In average GC dinucleotides are
enriched near the middle of the ChIP signal. E) GATC spacing around Topo IV peaks detected
with the NorflIP experiment. Average distances between two consecutive GATC are measured
around (+/- 20 GATC sites) 172 validated Topo IV cleavage sites and 172 random sequences.
(PDF)
S8 Fig. A) Box plot of the distribution of distance between TopoIV cleavages and the closest
highly expressed transcription unit (T.U.). For this analysis the 571 Topo IV cleavage sites
observed in the 3 experiments were pooled. T.U. expression was determined by RNAseq. An
arbitrary threshold was set to 500 reads, it corresponds to the 10% of the T.U. the most
expressed. The distribution of a random set of cleavage sites was used as control. The two dis-
tributions are statistically different according to Anova test. The median distance is 8.5 kb for
the TopoIV cleavage set and 12.3 kb for the random set. B) Genome browser zoom on the
region 1.92 Mb were TopoIV cleavages were observed in a region with a number of highly
expressed T.U. C) Distribution of 458 Topo IV cleavages (black) and random sites (grey) in
between two consecutive highly expressed T. U. Topo IV cleavages are slightly more frequent
near the TU than in the middle of the region.
(PDF)
Topoisomerase IV Regulation
PLOS Genetics | DOI:10.1371/journal.pgen.1006025 May 12, 2016 19 / 22
S9 Fig. A) Distribution of ParE-Flag 1 ChIP-seq enrichment in the region overlapping or not
a H-NS binding site. B) Box plot of the distribution of GC% in the regions depleted for Topo
IV (IP/input<0.6) or enriched for Topo IV (IP/input>1.2) or enriched for H-NS. C)Distribu-
tion of the GC% in 172 validated Topo IV cleavage sites as function of NorflIP IP/input signal.
D)Measure of the GC% in the 172 validated cleavage sites. GC % was measured in sliding win-
dows of 20 bp and color coded.
(PDF)
S10 Fig. A) Analysis of the robustness of the Topo IV-XerC-dif complex in the presence of
increasing amounts of XerD protein. EMSA were performed with prebound Topo IV and
XerC on dif and subsequent addition of XerD for 10 minutes before loading on the gel. B)
Analysis of Topo IV binding to negatively supercoiled plasmid by EMSA on agarose gel. Topo
IV from 10, 50, 100, 200 nM was added to the pFC24 (dif) plasmid in the presence of XerCD
(25 or 50 nM).
(PDF)
S11 Fig. A) Southern Blot analysis of Topo IV cleavage in the nalR strain at dif and an ectopic
dif site located at 1.3Mb on the genomic map. B) Southern Blot analysis of Topo IV cleavage
on a plasmid (pFC25) carrying the dif region (10 kb around dif) + or–dif
(PDF)
S1 Table. Sheet 1) Validated ChIP-seq sites. Sheet 2) NorflIP sites observed in the ParC-Flag
1 NorflIP, ParE-Flag NorflIP and ParC-Flag 2 NorflIP. Sheet 3) Common NorflIP sites for the
different experiments. Sheet 4)Manually Validated Topo IV cleavages.
(XLSX)
S1 Text. Model to test the correlation between TopoIV binding and the progression of rep-
lication. To test if ParC and ParE ChIP-seq biases were related to chromosome replication we
constructed in silicomodels The result of this null model is that in all cases (overlapping or
non-overlapping rounds) the observed mean occupancy should follow the dosage. Hence the
occupancy gap observed in S3E Fig in the Ter region (when occupancy is normalized by dos-
age) has to be interpreted as a sign that this model does not apply, at least in this region.
(DOCX)
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